Etude dynamique et structurale de biomolécules par microscopie à force atomique HS-AFM (application à une petite protéine de choc thermique sHsp) by CARRIOU, David et al.
UNIVERSITE DE BOURGOGNE U.F.R SCIENCES ET TECHNIQUES 
Ecole Doctorale Carnot 
Institut Carnot Bourgogne 




pour obtenir le grade de Docteur de l’Université de Bourgogne 
Discipline : Physique 
Spécialité : Nanobiotechnologies et Nanobiosciences 
Etude dynamique et structurale de biomolécules par 
microscopie à force atomique HS-AFM. 
Application à une petite protéine de choc thermique sHsp. 
 
 
Le 13 décembre 2012 devant la commission d’examen composée de : 
Boukherroub R. Directeur de recherche CNRS, Univ. Lille 1 Rapporteur 
Plain J. Professeur, Univ. de Technologie de Troyes Rapporteur 
Milhiet P.E. Directeur de recherche CNRS, CBS Montpellier Examinateur 
Guzzo J. Professeur, Univ. de Bourgogne Examinateur 
Bourillot E. Maitre de conférences, Univ. de Bourgogne Co-directeur de thèse 








La microscopie à force atomique (AFM) permet de visualiser la topographie d’échantillons organiques 
et inorganiques à l’échelle atomique. Les innovations les plus récentes offrent désormais la possibilité 
d’accéder aux propriétés nano-mécaniques des échantillons (élasticité, adhésion…). Son panel de 
fonctionnalités permet de pallier aux besoins des nanotechnologies, tant dans les domaines de la 
physique, de la chimie que de la biologie.  
Cependant, les besoins nécessaires à la compréhension des processus biologiques imposent au 
microscope à force atomique des vitesses d’acquisitions rapides, inférieures à la seconde par image. Les 
équipements classiques n’offrent pas cette possibilité. C’est pour s’affranchir de ce verrou technologique, 
pour l’étude dynamique, qu’un prototype de microscope à force atomique à haute-vitesse a été 
développé (HS-AFM) en partenariat avec l’équipe du Professeur T. Ando à l’Université de Kanazawa 
(Japon). Il permet d’atteindre des vitesses de balayage identiques aux vitesses vidéos : 25-50 images/s, en 
milieu liquide. Le dispositif est en perpétuelle amélioration : nouvelle boucle d’asservissement, domaines 
de balayage augmentés. La haute résolution est, quant à elle, assurée par des leviers miniaturisés munis 
de sur-pointes en carbone. Parallèlement à l’innovation du microscope en lui-même, des modules 
complémentaires ont été développés : module pousse seringue et module chauffant. 
Le potentiel de ce prototype, développé dans le cadre d’un programme ANR PNANO 2008 HS-
nanobio-Imaging, a été montré via l’étude d’une petite protéine de choc thermique : la protéine sHsp 
Lo18. Cette protéine, issue de la bactérie lactique Oenococcus oeni, offrait la possibilité d’étudier des 
changements de degrés d’oligomérisation en fonction du pH, ainsi que le rôle chaperon et lipochaperon 
en cas de stress environnemental d’autres complexes biologiques. L’utilisation des techniques de 
microscopie couplée à des études biochimiques sur ce modèle protéique a permis d’appréhender l’effet 
des surfaces sur l’adsorption et la dynamique des complexes biologiques. L’interaction protéine – surface 
a pu être approchée et s’avère utile au développement des capteurs à protéines. 
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The atomic force microscopy (AFM) gives access to the topography of organic and inorganic samples 
at the atomic scale. The latest innovations offer the possiblity to understand the sample nano-mechanical 
properties (elasticity, adhesion...). Its feature set allows overcoming the demands of nanotechnology, 
both in the fields of physics, chemistry and biology. 
However, understanding biological processes require faster acquisitions for the atomic force 
microscopy, less than a second per frame. As conventional equipment does not offer the possibility to 
overcome the constraint of time for dynamical studies, a prototype of high-speed atomic force 
microscope (HS-AFM) was developed in partnership with Professor T. Ando group of Kanazawa University 
(Japan). It can reach scanning video speed: 25-50 frames/s in a liquid medium. The device is being 
constantly improved: new feedback control, larger scanning sizes. The resolution is provided by 
miniaturized cantilevers with carbon EBD-tips. In parallel to innovative modules on the microscope, add-
ons have been developed: syringe pump and heating modules. 
The potential of the prototype, developed within the framework of the program ANR PNANO 2008 
HS-nanobio-Imaging, has been shown through the study of a small heat shock protein: the protein sHsp 
Lo18. This protein, from the lactic acid bacterium Oenococcus oeni, offered the possibility of a various 
changes of oligomerization degrees according to the pH, and also the chaperone and lipochaperon activity 
of protein under the influence of an environmental stress. The use of these techniques of microscopies 
coupled with biochemical studies on this proteic model allowed to dread the effect of surfaces on the 
adsorption and the dynamics of biological complexes. The interaction protein – surface coulb be to 
apprehend and proves to be useful for the development of protein sensors developed in the laboratory. 
Key words: Atomic force microscopy (AFM), high-speed atomic force microscopy (HS-AFM), 
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L’avènement des nanobiotechnologies et des nanobiosciences a permis de démocratiser l’utilisation 
en routine de la microscopie à force atomique pour l’étude des entités biologiques. En effet, la 
microscopie à force atomique demeure la seule technique donnant accès à la résolution atomique avec la 
possibilité d’étude en milieu liquide avec tout le panel de milieu physiologique, permettant de se 
rapprocher au plus près des conditions in vivo. Le développement de techniques annexes comme la 
fabrication de nano-objets, la nanostructuration de surface, le dépôt de films moléculaires, l’auto-
assemblage, la fonctionnalisation de surface… permet d’étudier les complexes biologiques sur tout type 
de surface. 
Le principal défaut de cette technologie est la durée d’acquisition de l’image puisque la vitesse de 
balayage est bridée par le temps du traitement de la boucle d’asservissement et par la bande passante des 
scanners piézoélectriques. Ce défaut est exacerbé pour l’étude des complexes biologiques non fixés, du 
fait de la dynamique des entités biologiques pouvant parfois poser de nombreux artefacts au niveau de 
l’interprétation. 
L’étude des complexes biologiques met en évidence les limites de la microscopie à force atomique 
classique. Une alternative à cette contrainte temporelle est le développement d’un prototype de 
microscope à force atomique à haute vitesse (HS – AFM) en partenariat avec l’équipe du Professeur 
Toshio Ando du laboratoire de Biophysique de l’Université de Kanazawa. Le microscope à force atomique 
à haute vitesse a permis la visualisation de complexes biologiques en milieu physiologique avec des 
vitesses d’acquisition de 25 images par seconde. Le développement perpétuel de ce prototype offre 
actuellement la possibilité d’effectuer des mesures en températures mais également de suivre la 
dynamique conformationnelle et d’interactions d’entités biologiques. De plus, le développement de 
scanners de plus en plus grands permet d’imager des entités de la taille de la cellule humaine. L’import de 
la technologie HS – AFM et son développement hors du Japon n’aurait pas été possible sans les ANR 
PCV2008 HS-Bio-AFM et ANR PNANO 2008 HS-nanobio-Imaging en partenariat avec l’Université de la 
Méditerranée (Dr. S. Scheuring – U 1006 INSERM), le Centre de Biochimie Structural de l’Université de 
Montpellier (Dr. P.E Milhiet .UMR CNRS 5048), l’Université de Linz (Pr. P. Hinterdorfer .Biophysic Lab), 
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l’Université du Nebraska (Pr. Y. Lyubchenko .Medical Center), la société Bruker, l’Université de Kanazawa 
(Pr. T. Ando) et l’Institut Carnot de Bourgogne (Pr E. Lesniewska). 
Une collaboration avec l’équipe du Professeur J. Guzzo a permis de démontrer les potentiels du 
microscope HS–AFM à travers l’étude de la protéine sHsp Lo18. Leurs compétences en Biologie ont posé 
les bases de cette étude. En effet, pour la première fois, la conformation et la dynamique de cette 
protéine de choc thermique a été visualisée in vivo. Cette protéine possède la propriété d’être 
chaperonne et lipochaperonne, suite à un stress environnemental, elle est capable d’une part de protéger 
de l’agrégation une protéine cible mais également de protéger la membrane plasmique de la bactérie 
lactique Oenococcus oeni lors de sa fluidification. 
Dans le premier chapitre, un état de l’art des problématiques biologiques, en particulier l’intérêt de 
l’étude des protéines de chocs thermiques sera abordé. Les fondements de la microscopie à force 
atomique seront brièvement décrits avant d’expliquer l’évolution de la microscopie à force atomique à 
haute vitesse. 
Le second chapitre sera orienté sur l’étude de la conformation de la protéine sHsp Lo18 suivant le pH 
afin de confirmer les études biochimiques. Ensuite, l’étude de la dynamique des changements 
conformationnels suite à un transfert de pH sera abordée. Le point crucial de ce chapitre sera de montrer 
les prémisses de la compréhension de l’activité chaperonne et plus précisément, quels paramètres 
induisent cette activité. 
Le troisième chapitre présentera les études de l’activité chaperonne et lipochaperonne en vue de 
corréler les résultats de biochimie. L’activité chaperonne va être mise en évidence avec la citrate synthase 
dans le cas d’un stress thermique et la BSA servira de protéine cible pour un stress chimique. En ce qui 
concerne l’activité lipochaperonne, l’association et la protection contre la fluidification via la protéine 
sHsp Lo18 se fera également par voie thermique et chimique à l’aide de l’alcool benzylique.  
Le quatrième chapitre présente une prospective. L’’étude protéomique passe par la caractérisation 
des puces à protéines et la compréhension de l’évolution des interactions protéine-surface en fonction du 
pH utile pour la validation de puces à protéine. Cette technologie passe par un phénomène nommé 
adsorption. L’adsorption peut se faire de façon spontanée mais également par le biais de traitement de 
surface. La protéine sHsp Lo18 sera utilisée comme modèle pour étudier l’impact de différentes surfaces 
natives et fonctionnalisées sur l’adsorption de la protéine et sur sa dynamique. 
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La conclusion se portera sur l’utilisation prometteuse du HS –AFM dans le contrôle qualité des puces à 
protéine. Il est évident que quantifier les possibles interactions entre les protéines fixées en surface avec 
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Les protéines sont l’une des classes de biomolécules les plus importantes au sein du métabolisme 
cellulaire et représentent la moitié de la masse d’une cellule. Elles jouent un rôle primordial chez tous les 
êtres vivants en assurant la majorité des fonctions de la cellule (intégrité cellulaire, transfert de 
biomolécules…) sous diverses formes (enzymes, hormones…). La quasi-totalité des fonctions cellulaires 
sont gouvernées par les protéines. 
La connaissance de leur rôle, structure… est primordiale afin d’appréhender au mieux leur importance 
au sein des cellules. Il existe diverses façons d’étudier leurs propriétés par voie biochimique 
(chromatographie d’exclusion stérique, ultracentrifugation analytique…) et physique (cristallographie par 
rayon X, résonance magnétique nucléaire…). 
Le désir d’étude des interactions protéiques a nécessité le choix d’une classe de protéine. Le choix 
s’est tourné vers des protéines de choc thermique. Le contrat européen SPEDOC dans lequel est impliquée 
l’équipe s’intéresse à la détection de cancers précoces via la protéine HSP 70. Cette protéine étant 
disponible en très faible quantité, les diverses collaborations de l’équipe ont permis de disposer de la 
protéine sHsp Lo18 via l’équipe du Professeur Guzzo. Cette protéine se manipule simplement et possède 
des propriétés très intéressantes à la compréhension des processus de chaperonnage et 
lipochaperonnage. 
Ce chapitre va permettre d’appréhender l’impact de techniques physiques telles que la microscopie à 






























1. Généralités sur les protéines 
L’ensemble des protéines sont des macromolécules faites d’acides aminés, résultant de l’information 
présente dans les gènes. 
Leurs propriétés dépendent en partie de différents mécanismes qu’il est essentiels de connaitre pour 
comprendre leur rôle au sein du vivant. Par exemple, de nombreuses protéines subissent ou réagissent à 
des sollicitations mécaniques lors de leur fonctionnement, comme des modifications de conformations ou 
des associations en homo ou hétéro – oligomères.  
1.1. Structures 
Une protéine est un polymère dont les unités monomériques ou résidus sont composés d’acides 
aminés unis par des liaisons peptidiques (Figure 1). La liaison peptidique se forme lors de la traduction de 
l’ARN, par une liaison covalente entre le groupement α-aminé et le groupement carboxylique de deux 
acides aminés. Une molécule d'eau est éliminée suite à cette liaison. 
 
Figure 1 - Formule développée d'une protéine de n acides aminés. 
1.1.1. Structure primaire 
La structure primaire, ou séquence, d’une protéine est l’ordre d’enchaînement des acides aminés, ou 
résidus, qui la constitue. Les acides aminés sont reliés entre eux par des liaisons peptidiques (groupement 
acide carboxylique d’un acide aminé avec le groupement amine d’un acide aminé voisin). La structure 
primaire d’une protéine est issue de la traduction de l’ARN messager par les ribosomes.  




Figure 2 - Schéma des 20 acides aminés. 
La séquence primaire possède une polarité définie, commençant par la terminaison amine (ou 
ammonium) et terminant par le résidu portant la fonction acide carboxylique (ou carboxylate). 
Il est possible de répertorier les acides aminés en trois groupes selon leur réactivité chimique : 
hydrophobes, polaires, chargés. 
• Les acides aminés hydrophobes ont des chaînes latérales non chargées et non polaires. Ce sont la 
glycine, l’alanine, la valine, la leucine, l’isoleucine, la proline, la phénylalanine, le tryptophane et 
la méthionine. La proline, avec sa fonction amine secondaire et son cycle, impose des contraintes 
de conformation à la chaîne principale. La phénylalanine et la tyrosine possèdent des 
groupements aromatiques ayant un encombrement stérique important. 
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• Les acides aminés polaires mais non chargés sont la sérine, la thréonine, la cystéine, la tyrosine, 
l’asparagine et la glutamine. Les ponts disulfures, formés par la fonction thiol oxydée entre deux 
cystéines, jouent un rôle important dans la structure des protéines en créant une liaison 
covalente entre deux régions de la chaine protéique ou entre deux chaines protéiques 
différentes. 
• Les acides aminés chargés positivement sont l’arginine, la lysine et dans certains cas l’histidine 
(suivant le pKa de son acide conjugué) ; ceux chargés négativement sont l’acide aspartique, 
l’acide glutamique. 
1.1.2. Structure secondaire 
 La structure secondaire décrit la conformation locale de la chaine principale d’une protéine. Il s’agit 
du premier niveau d’agencement dans l’espace tenant compte des liaisons hydrogènes, formées entre les 
groupements C=O et H-N. Ce type de structure consiste en des repliements réguliers et répétitifs. Ces 
repliements sont énergétiquement favorables à la protéine. Les deux structures secondaires les plus 
fréquentes sont les hélices α et les feuillets β. 
1.1.3. Structure tertiaire 
La structure tertiaire gouverne la disposition tridimensionnelle de la protéine et est directement 
dépendante de sa fonction. En effet, les radicaux des acides aminés ont des propriétés chimiques 
différentes : hydrophobes, hydrophiles, ionisés positivement ou négativement. Certains radicaux se 
repoussent, d’autres s’attirent et forment des liaisons chimiques. La structure tertiaire découle de la 
structure primaire. En effet, deux protéines avec des fortes similarités de séquence auront des structures 
proches. 






Figure 3 - Représentation des interactions impliquées dans le repliement d’une chaine d’acides aminés. 
• Les ponts disulfures entre deux cystéines forment un lien covalent par l’intermédiaire de l’atome 
de soufre de leur radical entre deux parties d’une chaine dans la structure primaire. 
• Les liaisons hydrogènes sont des liaisons faibles, résultant d’interactions électrostatiques 
contribuant à la stabilité des structures tertiaires. 
• Les interactions de Van der Waals entre les nuages électroniques de deux atomes adjacents 
conduisent à la présence de forces attractives pour de très faibles distances. 
• La structure primaire des protéines comporte un certain nombre de résidus hydrophobes (non-
polaires). Ces groupements hydrophobes ont tendance à se rapprocher les uns des autres afin de 
limiter la surface de contact avec l’eau. Cette propriété explique la raison pour laquelle les 
résidus hydrophobes sont regroupés au « cœur » des protéines alors que la « surface » est au 
contraire principalement composée d’acides aminés hydrophiles (polaires).  
La structure tertiaire d'une protéine dépend aussi de son environnement. Les conditions locales qui 
existent à l'intérieur de chaque compartiment cellulaire, le pH, le solvant, la force ionique, la viscosité, la 
concentration, contribuent à moduler la conformation. 
1.1.4. Structure quaternaire 
La structure quaternaire représente le niveau d’organisation le plus élevé des protéines et détermine 
l’arrangement des monomères entre eux. Chacune des chaines est nommée monomère ou sous-unité et n 
chaines nommées oligomères ou multimères. Les monomères peuvent être identiques (homo-oligomères) 
ou différents (hétéro-oligomères) assemblés par des liaisons faibles (liaison H, liaison ionique, interactions 
hydrophobes et force de Van der Waals). L’effet hydrophobe est un facteur majeur dans l’assemblage car 
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la nature des contacts entre sous-unités est très semblable à celle des résidus hydrophobes de la structure 
primaire (présente à l’intérieur des protéines). 
La Figure 4 présente ces quatre structures de la protéine. La structure quaternaire (Figure 4) 
présentée est l’hémoglobine constituée de quatre sous-unités : 2 sous-unités α (de 141 acides aminés) et 
2 sous-unités β (de 146 acides aminés). 
 
Figure 4 - Structure d'une protéine : primaire (1), secondaire (2), tertiaire (3) et quaternaire (4). 
1.2. Fonctions 
Les fonctions des protéines seront exposées de façon exhaustive dans cette partie afin de cerner 
l’ampleur de leur rôle. Les protéines peuvent agir au niveau cellulaire et au niveau biochimique. 
Les fonctions cellulaires peuvent être regroupées en cinq groupes: 
• les protéines de structure, assurant l’intégrité physique de la cellule via les protéines du 
cytosquelette ou le collagène par exemple, 
• les protéines motrices, permettant la mobilité cellulaire comme les protéines contractiles des 
muscles (actine et myosine), 
• les protéines de transport, transférant différentes molécules comme l’hémoglobine mais aussi 
assurant le transport à travers la membrane plasmique (canaux ioniques, protéines 
transmembranaires…), 
• les protéines régulatrices, modulant l'activité d'autres protéines, 
• les protéines de signalisation, permettant la communication intercellulaire. 
Les protéines à fonctions biochimiques sont les plus nombreuses, jouant un rôle de catalyseur 
chimique, et sont communément appelées enzymes. 
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De par leur structure, leur conformation et leur capacité à se modifier en fonction de 
l’environnement, une même protéine peut posséder plusieurs fonctions cellulaires et biochimiques.  
2. Les protéines de choc thermique : enjeux de leur étude 
2.1. Les Hsp 
Les protéines de choc thermique ou Hsp (Heat Shock Proteins) sont présentes chez tous les 
organismes (animal ou végétal) et permettent à ces organismes de résister à de brusques changements 
environnementaux. Cette réponse cellulaire s’effectue sous l’action de facteurs de transcription, les 
facteurs de choc thermique (HSF) [1]. De nombreuses protéines chaperonnes sont des protéines de choc 
thermique, c'est-à-dire des protéines exprimées en réponse à des variations de température ou à d'autres 
types de stress cellulaire. 
Ces protéines sont classées selon leur masse moléculaire (Hsp 25, 40, 70, 100…). Elles font partie des 
molécules chaperonnes garantissant la bonne conformation des protéines et protégeant la cellule des 
stress externes [2]. En effet, la structure des protéines est sensible à la chaleur. La protéine peut, sous 
stress thermique, se dénaturer et perdre sa fonction biologique. Le rôle de chaperon des protéines Hsp est 
alors d'assister d'autres protéines dans leur maturation, en leur assurant une conformation adéquate mais 
aussi de prévenir les dommages occasionnés par une perte de fonction protéique due à un mauvais 
repliement. 
Le grand nombre d'implications des Hsp dans divers phénomènes pathologiques en font des cibles 
majeures dans le développement de nouvelles stratégies thérapeutiques. 
Les protéines de choc thermique de 70 kDa (ou unité de masse atomique 1 Da = 1,66054 × 10-27 kg) 
représentent certainement les protéines Hsp les plus étudiées. Il existe environ cinq protéines Hsp70 chez 
les mammifères, certaines constitutives, d’autres induites par le stress. Elles possèdent toutes une 
structure commune qui contient deux domaines (Figure 5): 
• une extrémité N-terminale à activité ATPase (ATP Binding Domain) qui permet les changements 
conformationnels. L’ATP (Adénosine triphosphate) est la molécule fournissant l’énergie 
nécessaire aux réactions chimiques du métabolisme.  
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• une extrémité C-terminale d’interaction peptidique (Peptide Binding Domain) et un motif EEVD 
(acide glutamique – acide glutamique – valine – acide aspartique) assurant la liaison avec d’autres 
protéines co-chaperonnes. 
 
Figure 5 - Structure de la protéine Hsp70. 
La reconnaissance des protéines par Hsp70 se fait grâce à la séquence enrichie en résidus 
hydrophobes du domaine d’interaction peptidique. Ce domaine est constitué d’un feuillet β et d’une 
hélice α formant une sorte de « couvercle ». Lorsqu’elle est liée à l’ATP, Hsp70 adopte une conformation 
ouverte et permet l’entrée de la protéine. L’hydrolyse de l’ATP entraine alors la fermeture et la 
stabilisation du substrat. L’arrivée d’une nouvelle molécule d’ATP provoque ensuite l’ouverture de Hsp70 
et la libération de la protéine [3]. 
Une fois libérée, la protéine peut emprunter différentes voies : 
• Remplir sa fonction de protéine, 
• Etre re-chaperonnée si sa conformation n’est toujours pas adéquate ; 
• Etre acheminée vers d’autres systèmes de chaperonnage si le repliement est plus complexe ; 
• Etre dégradée par le protéasome (complexe enzymatique multiprotéique ayant pour fonction 
principale de dégrader les protéines mal repliées, dénaturées ou obsolètes). 
L’enjeu de l’étude de Hsp70 s’applique dans la recherche sur le cancer (programme européen STREP 
Spedoc : http://www.spedoc.eu/). En effet, la protéine Hsp70 est souvent surexprimée dans les cellules 
cancéreuses et les protège de la mort cellulaire induite par différents agents anticancéreux, notamment 
grâce à sa capacité anti-apoptotique [4]. L’inhibition de l’activité de Hsp70 serait ainsi d’intérêt dans le 
traitement des cancers. Il existe de nombreuses autres protéines chaperonnes tel que Hsp70 ou DnaK et 
son co-chaperon Hsp40 ou DnaJ / GrpE [5], Hsp60 ou GroEL et son co-chaperon Hsp10 ou GroES [6] ou 
encore ClpB [7]. Les couples DnaK / DnaJ et GroEL / GroES sont des chaperons universels aidant au 
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repliement des protéines tandis que ClpB intervient dans la désagrégation des protéines mal conformées 
et n’ayant pas pu être re-chaperonnées (Figure 6). 
 
Figure 6 - Présentation de différentes protéines chaperonnes et leur co-chaperonnes associées. 
Ces trois complexes protéiques sont ATP dépendants. Ils sont cependant capables de fonctionner avec 
les sHsp (ATP indépendant) afin de former un réseau coopératifs sHsp – chaperons universels [8] (Figure 7). 
 
Figure 7 - Schéma de la coopération sHsp - chaperons universels. 
Un enjeu du développement de lab-on-chip utile pour la détection précoce de cancers est 
d’appréhender les comportements des protéines face aux différentes surfaces étudiées, mais également 
de comprendre l’impact des modifications de conformation sur leurs activités via les modifications 
environnementales. La dynamique est un paramètre essentiel à prendre en compte en ce qui concerne les 
propriétés des biomolécules et en particulier des protéines, il est donc judicieux d’avoir une idée de ce qui 
est connu au sujet de ces dynamiques. Diverses études ont été réalisées sur les processus de repliement 
des protéines. La durée des processus de repliement varie considérablement selon la protéine.  
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 Les repliements les plus lents demandent de plusieurs minutes à plusieurs heures pour aboutir, en 
transitant par des états intermédiaires [9]. Les petites protéines à simple domaine, ayant des longueurs 
allant jusqu'à la centaine d'acides aminés se replient en une seule fois sans étape intermédiaire [10]. Dans 
ce cas, les échelles de temps sont de l’ordre de la milliseconde et les plus rapides peuvent se replier en 
quelques microsecondes [11]. 
L’étude de la cinétique des protéines demeure très complexe. Ainsi, les cinétiques d’oligomérisation 
sont rarement étudiées et il n’existe aucune donnée dans la littérature. 
2.2. Les small Hsp 
Les protéines de choc thermique small Hsp (sHsp) possèdent une masse moléculaire comprise entre 
15 et 42 kDa, ainsi qu’une séquence de 100 à 300 acides aminés caractéristique des protéines de l’α-
cristallin de l’œil des vertébrés [12]. Les sHsp sont présentes chez de nombreux organismes avec des 
localisations cellulaires variées. 
L’avantage de leur étude est de posséder des conformations multimériques variables en fonction du 
pH environnant. 
Cette famille de protéine est soumise à trois types d’expression : 
• (sur)-expression suite à un stress environnemental, 
• expression physiologique, 








Analogues d’acides aminés 
















Tableau 1 - Types de stress induisant l’expression des sHsp. 
Les protéines small Hsp possèdent un domaine similaire et s’assemblent en oligomères de taille 
variable pouvant atteindre 800 kDa. La formation des oligomères se fait en deux étapes : 
• Formation de dimères ou trimères, nommés sous-unités, 
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• Assemblage en oligomères de taille variable (jusqu’à 50 sous-unités).  
Ce phénomène est dynamique et des remaniements ont lieu en permanence entre les sous-unités. 
Des études biochimiques en SEC HPLC (Chromatographie d’Exclusion Stérique – Chromatographie Liquide 
Haute Performance) et physiques en microscopie électronique ont mis en évidence que les oligomères 
sont en équilibre constant et que les sous-unités peuvent s’échanger entre oligomères et interagir avec les 
protéines dénaturées [13]. 
Ces protéines s’assemblent en structures multimériques, par l’intermédiaire d’interactions 
hydrophobes, avec une taille variant de 150 à 600 kDa chez les bactéries. A l’heure actuelle, seules 
quelques structures oligomériques de sHsp ont été élucidées. Une activité de chaperon moléculaire a été 
démontrée in vitro pour chaque cas [14][15]. Les sHsp n’ont pas de spécificité de substrat particulière. Même 
si leur séquence varie beaucoup, les sHsp ont pour caractéristique commune de compter parmi les rares 
protéines à contenir pas ou peu de ponts disulfures dans leur structure, ce qui leur confère une grande 
flexibilité [16]. La flexibilité des oligomères des protéines sHsp jouerait un rôle majeur dans leurs fonctions 
et particulièrement pour leurs activités chaperonnes, leur permettant ainsi de s’adapter à tout moment à 
leur environnement [17]. 
Cependant, il existerai deux possibilités concernant la forme oligomérique nécessaire à l’activité 
chaperonne (Figure 8) pour que les sHsp s’associent aux protéines dénaturées. 
L’activité chaperonne nécessite la formation de gros oligomères (16 à 24 sous-unités) avec comme 
exemple Hsp 27 [18]. 
La protéine Hsp 26 s’associe aux protéines dénaturées via de petits oligomères qui se réassemblent 
ultérieurement en gros oligomères [19] : le stress thermique infligé à la protéine à chaperonner induit 




Figure 8 - Structure des sHsp en cours de chaperonnage. (A) l’association entre sHsp et son substrat via 
de gros oligomères et (B) les sHsp se dissocient en trimères pour se lier au substrat et se réassocieraient 
après en gros oligomères. 
Les études entreprises sur les protéines sHsp montrent qu’en dépit d’une structure quaternaire et 
d’un mode d’activité chaperon différent, l’association oligomères / substrats de sHsp est uniforme. Les 
protéines sHsp peuvent chaperonner plusieurs protéines mal conformées. La conformation du complexe 
varie en fonction de la protéine à chaperonner [20]. 
L’ensemble oligomère / substrat reste dynamique. Des échanges de sous-unités entre complexes 
peuvent avoir lieu mais pas d’ajout de nouvelle sous-unité. En revanche, les substrats ne peuvent pas être 
échangés [21].  
2.3. Instrumentation : puce à protéine. 
Suite aux récents développements au sein du laboratoire, les techniques SPR (Surface Plasmon 
Resonance) ou SERS (Surface Enhanced Raman Spectroscopy) sont dorénavant utilisées pour valider la 
présence des protéines sur des puces d’or. L’étude sera limitée à la technique la plus utilisée 
commercialement (système BIAcore) pour la validation de fonctionnalisation de puces à protéine.  
La résonance des plasmons de surface (SPR) est décrite comme la résonance des électrons de valence 
dans un solide stimulé par une lumière incidente. La condition de résonance est établie lorsque la 
fréquence des photons correspond à la fréquence d'oscillation des électrons de surface. Ce phénomène 
physique est connu pour son utilisation dans les mesures de liaison ligand - récepteur adsorbé à la surface 
d'une couche métallique plane ou nanostructurée (classiquement de l’or). La détection SPR mesure la 
variation de l'indice de réfraction lorsque le ligand se fixe au récepteur. Les mesures SPR peuvent être 
utilisées pour détecter les adsorptions moléculaires, tels que polymères, ADN ou protéines. 
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Les plasmons de surface sont aussi utilisés pour améliorer la sensibilité des mesures 
spectroscopiques, notamment par fluorescence ou diffusion Raman. 
La SPR est un outil de contrôle pour la production de protéines recombinantes. En effet, il est 
important de savoir si la protéine recombinante possède la même structure que son homologue natif. Il 
suffit juste de confirmer la liaison de la protéine synthétisée avec les ligands naturels ou des anticorps 
monoclonaux (AcM).  
Il existe un système commercial BIAcore qui repose sur ce principe de détection. Il est 
particulièrement bien adapté à l'évaluation de la liaison des protéines recombinantes à des ligands 
naturels et AcM, mais aussi à l’analyse de la cinétique des liaisons. Ce dispositif permet également 
d’évaluer l’effet des mutations des protéines sur les propriétés des liaisons (affinité, cinétique, 
thermodynamique) de la protéine immobilisée. Ceci est l’un des seuls moyens de quantifier l'effet des 
mutations sur la thermodynamique et la cinétique des interactions protéines / ligand [22]. 
Les limites de cette technologie sont multiples ; tout d’abord, l’échantillonnage à haut débit est 
complexe puisqu’il n’est possible d’analyser qu’un échantillon à la fois et que cela prend 5 à 15 min. 
L’automatisation ne résout pas ce problème puisque que la surface du capteur se détériore au fil des 
manipulations. La microfluidique peut s’obstruer et des bulles d’air peuvent apparaitre lors de longues 
expériences ou lors de multiples injections. Bien que le dispositif soit performant dans la détection des 
faibles concentrations (femtoMole), le côté critique vient du type de signal (vrai ou faux). En effet, sans 
visualisation de la surface et des interactions qui s’y déroulent, il n’est pas possible de discerner une 
interaction avec la cible désirée (signal vrai) d’une interaction non spécifique (signal faux). La masse des 
entités à analyser est cruciale, les petites entités donnant des réponses faibles avec des mauvais rapports 
signal sur bruit. Il est cependant possible d’analyser de petites entités par le biais de grandes 
concentrations de surface de ligand immobilisé ; cependant, cette opération se fait au détriment des 
analyses cinétiques. 
Cette technique a été utilisée pour la détection de caséine dans le lait cru sans prétraitement. La 




2.4. Structure des protéines : pourquoi et comment ? 
Il semble évident de connaitre la structure des protéines de manière à appréhender ses fonctions et 
ses interactions métaboliquement parlant. Effectivement, les pathologies liées aux protéines sont au 
centre des études biologiques et médicales actuelles. Les mécanismes de liaison de protéines (telles que 
celles de la classe des Hsp) aux autres macromolécules sont méconnus tout comme les dynamiques 
d’interaction et les changements de conformation durant ces dites interactions. Les techniques décrites 
par la suite ne permettent pas d’expliquer ces processus. 
Une protéine, est de prime abord, définie par sa structure primaire déterminant l’enchainement des 
acides aminés la composant. La structure primaire est directement liée au codage génétique via l’ARN. Le 
séquençage des protéines est déterminé par voie enzymatique, cette voie est devenue routiniaire : les 
enzymes dégradent les liaisons peptidiques à des endroits précis, il devient aisé de remonter à la séquence 
protéiques. La spectrométrie de masse MS (Mass Spectrométrie) peut également être utilisée ; cette 
méthode est basée, comme son nom l’indique, sur la mesure de la masse des entités mais permet aussi 
d’accéder à la structure chimique. Cette technique doit être couplée à la fragmentation enzymatique de la 
séquence car il est difficile d’analyser de longues chaines peptidiques. La structure secondaire décrivant le 
repliement de la chaine principale, via des hélices ou feuillet, est la seconde étape de formation des 
protéines. La structure secondaire peut être déterminée par Résonance Magnétique Nucléaire (RMN). La 
RMN est une technique lourde. Ses limites d’utilisation concernent l’étude des grosses protéines ou des 
oligomères, associés à la complexité des spectres RMN protéiques. La structure tertiaire donne sa 
tridimensionnalité à la protéine via différentes interactions (covalentes, électrostatiques…) et peut être 
déterminée de façon expérimentale via la cristallographie par rayon X. La cristallographie DRX (X Ray 
Diffraction) nécessite au préalable, comme son nom l’indique, de cristalliser la solution protéique. 
Préalablement à la synthèse du cristal, il est nécessaire d’obtenir une solution de protéines pures, elles 
doivent être non dénaturées et stables. Il est possible de déterminer la structure tertiaire de façon 
théorique par homologie avec d’autres protéines, par Protein Threading (reconnaissance des 
repliements) ou par calcul ab initio. Ces méthodes théoriques sont complexes à mettre en œuvre. Enfin, la 




Il existe différentes voies pour mesurer le degré d’oligomérisation. Les plus courantes sont des 
méthodes biochimiques telles que la chromatographie d’exclusion stérique (SEC) et l’UltraCentrifugation 
Analytique (AUC). Ces techniques fonctionnent très bien mais nécessitent que la purification des 
protéines étudiées soit très bonne. La chromatographie d’exclusion stérique est une méthode de 
chromatographie en phase liquide donnant accès aux masses molaires des polymères. La séparation des 
différentes macromolécules est basée sur la taille des macromolécules (volume hydrodynamique). Les 
molécules les plus petites sont retenues alors que les plus grosses éluent plus rapidement. Cette 
technique, très utilisée, permet de déterminer le degré oligomérique de la protéine étudiée. En ce qui 
concerne l’ultracentrifugation analytique, cette technique étudie également la séparation des 
macromolécules. L’AUC permet de donner des indications sur la forme globale des macromolécules et 
d’étudier les interactions des protéines et des protéines membranaires en quantifiant les constantes 
d’association. 
Il existe de nombreuses protéines dont la structure et l’activité sont connues.  
Cependant, certaines protéines sont complexes à étudier (purification difficile, instabilité en 
solution…).  
L’idée d’utiliser la microscopie à force atomique pour visualiser la topographie et mesurer les 
interactions s’avère judicieuse étant donné qu’elle offre la possibilité d’étudier la protéine en milieu 
physiologique et qu’il n’est pas nécessaire de la fixer. 
3. Microscopie à force atomique en biologie 
3.1. Historique 
Une brève description de l'historique des applications de la microscopie à force atomique (AFM – 
Atomic Force Microspy) à la biologie est préalablement utile. La littérature met en évidence que 
l'observation des processus biologiques a commencé peu après l'invention de l'AFM en 1986 [24]. La 
première observation en milieu liquide, condition sine qua non à l’étude d’entités biologiques [25] fut 
réalisée en 1987 dans de l’huile de pétrole pour observer une surface de cristal de chlorure de sodium. Les 
avancées en microfabrication en 1988 au niveau de la fabrication de microlevier AFM et de l’utilisation 
d’une détection optique de la position du levier (méthode OBD) [26] ont permis l’observation de cristaux 
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d’acide aminé [27], de membrane lipidique [28] ou encore d’immunoglobuline [29]. Un seul mode d’imagerie 
était pour l’heure disponible, le mode contact. Ce mode d’imagerie rendait difficile l’observation de 
processus dynamiques puisqu’il était trop intrusif pour les surfaces et les biomolécules faiblement liées. Le 
mode oscillant contact a été développé en 1993 [30]. Ce mode permet directement d’imager en liquide [31] 
et à haute résolution [32]. L’avantage majeur du mode de contact intermittent est qu’il conserve l’intégrité 
des surfaces même fragiles. Puis tout s’enchainera : observation d’ADN sur une surface de mica en 1994 
[33], première image topographique haute résolution d’un transporteur transmembranaire, Ompf porin en 
1995 [34], première observation du dépliement d’une seule protéine en 1997 [35] et description des 
changements conformationnels du dépliement d’une protéine en 1998 [36].  
L’AFM ne s’utilise pas que pour des mesures topographiques mais également pour les mesures de 
forces d’interaction de tous types. Les interactions cellule – cellule via les couples ligand / récepteur des 
cellules ont été mesurées en 2000 [37]. En 2003, l’élasticité et l’adhérence de leucocytes furent mesurées 
[38] ainsi que la visco-élasticité des cellules épithéliales [39]. 
L’AFM a été utilisée au laboratoire comme outil d’expertise préalable aux expériences en SPR. En 
effet, des analyses topographiques des surfaces ont été réalisées pour vérifier les fonctionnalisations des 
puces. Des mesures de forces en fonctionnalisant des pointes AFM ont été effectuées de manière à 
quantifier les liaisons ligand / récepteur pour la réalisation de biocapteurs dédiés à la détection 
d’œstrogène [40]. 
3.2. Principes 
Cette partie décrit le microscope à force atomique (Atomic Force Microscope - AFM, Figure 9). Ce 
microscope permet d’obtenir des résolutions latérale et verticale inférieures à l’angström, sur des 
topographies de surface. Cette technique ne se limite pas à l’imagerie haute résolution : en effet, le 
microscope à force atomique est également efficace pour les mesures de module de Young, d’adhérence… 
 Cette partie a pour but de présenter le microscope à force atomique et son utilisation dans le 
cadre de l’étude des complexes biologiques. 
Le microscope à force atomique utilisé (Figure 9) est un AFM multimode Nanoscope VII (Bruker - 
Veeco Instruments, Santa Barbara, CA) associé à un dispositif de modulation de force. 
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Le schéma ci-dessous montre les principaux éléments d’un AFM, avec le dispositif de détection 
optique composé d’une diode laser et d’un photodétecteur, l’assemblage levier-pointe AFM, le tube 
piézo-électrique et l’électronique de rétrocontrôle. Le microscope à force atomique permet d’observer la 
topographie de toute surface en trois dimensions avec des résolutions latérale de 0,01 Å et verticale de 
0,1 Å dans différentes conditions : à l’air, sous atmosphère contrôlée ou en liquide, sans préparation 
particulière des échantillons (métallisation, déshydratation…). 
 
Figure 9 - Représentation des différents éléments constituant l’AFM. 
Le fonctionnement du microscope à force atomique est basé sur la détection des forces qui s’exercent 
entre une pointe AFM intégrée à un levier et la surface d’un échantillon. L’AFM détecte les variations en 
déflexion du levier AFM à l’aide d’un dispositif optique composé d’une diode laser et d’un photodétecteur. 
Le débattement du levier est mesuré en focalisant un faisceau laser sur le levier, qui se réfléchit sur les 
quatre cadrans du photodétecteur. La séparation en quatre cadrans permet de discerner les angles de 
fléchissement normaux (représentant les forces normales à la surface de l’échantillon) et latéraux 
(traduisant les forces latérales). 
L’AFM permet de mesurer des forces de l’ordre du piconewton (10-12 N). La force d’interaction entre 
les atomes de la pointe et ceux de la surface est maintenue constante au cours du balayage via une boucle 
de rétrocontrôle. La boucle de rétrocontrôle asservit la position pointe-échantillon de manière à maintenir 
constante cette interaction à la valeur de la force de consigne. L’enregistrement des mouvements (selon 
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les directions X, Y et Z) du tube piézo-électrique donne alors une information topographique 3D de la 
surface. Les images obtenues en 512x512 (voire 1024x1024) points d’acquisition comportent une échelle 
de couleur. Les couleurs sombres représentent les parties basses de l’échantillon, alors que les couleurs 
claires traduisent les parties élevées de l’échantillon. L’acquisition d’une image se fait ligne par ligne à une 
fréquence de l’ordre du Hertz. 
3.2.1. Modes de fonctionnement classiques de l’AFM 
• Mode AFM Contact. 
La particularité du mode AFM Contact est de maintenir la pointe en contact avec l’échantillon sans 
aucune oscillation du levier. Ce mode permet d’obtenir l’image représentative de toute surface, de 
l’échelle micrométrique à l’échelle atomique. Il permet de mettre en évidence la friction créée par les 
phénomènes d’adhérence, d’élasticité locale ou par les différences de constitution chimique des 
échantillons observés en surface. 
• Mode Oscillant Contact. 
Pour certains types d’échantillons, le mode AFM Contact peut être contraignant. En effet, les 
phénomènes de friction engendrés par le contact entre la pointe et l’échantillon peuvent endommager la 
surface étudiée, en particulier pour les échantillons biologiques. 
Il a ainsi été développé un autre mode permettant de s’affranchir des forces de capillarité et de 
friction : le mode AFM oscillant Contact-Tapping. Le mode Tapping donne accès aux propriétés 
nanomécaniques des surfaces comme les variations des propriétés élastiques des matériaux [41], aussi bien 
à l’air qu’en milieu liquide. 
Les mesures de propriétés mécaniques se font point par point puisque ces informations sont extraites 
des courbes de force. L’adhérence se mesure ainsi via les courbes de forces. Ces mesures peuvent 
s’appliquer à l’étude de l’adhérence cellulaire [42]. La Figure 10 présente la méthode de mesure 




Figure 10 - Schéma de principe des mesures d'interaction. 
La mesure du module élastique, quant à elle, est directement extraite de la différence entre les 
entités rigides et souples présentes à la surface de l’échantillon proposé par la courbe d’indentation.  
L’inconvénient majeur est le positionnement du levier de manière à mesurer les forces à l’endroit 
désiré. Un nouveau mode a donc été développé pour pallier à ces inconvénients.  
3.2.2. Levier AFM 
Le système pointe-levier AFM possède un rôle majeur puisqu’il est à l’origine des mesures de forces. 
Les forces sont corrélées à la déflexion du levier. 
Les principaux leviers AFM sont de forme rectangulaire (levier généralement en silicium 
monocristallin SiO2) ou de forme triangulaire (levier en nitrure de silicium Si3N4) (Figure 11). Un dépôt 
métallique Cr-Au est effectué de manière à réfléchir au mieux le faisceau laser. Une pyramide, dont la 
hauteur se situe entre 2,5 et 8 µm et d’angle d’ouverture compris entre 15 et 25° suivant les faces, est 
réalisée à l’extrémité des leviers AFM. Selon le modèle de pointe AFM, l’extrémité peut être assimilée à 
une sphère de rayon variant entre 5 et 20 nm ou, dans le cas favorable, à un atome situé à l’extrémité 




Figure 11 - Images d’un levier triangulaire et d’un levier rectangulaire. 
Les leviers AFM les plus adéquats à l’étude des entités biologiques sont les leviers de forme 
triangulaire. Ces leviers AFM diffèrent sur plusieurs points : longueur, largeur, épaisseur, fréquence de 
résonance, constante de raideur (Tableau 2). 





Scanasyst - Fluid 
0.7 N.m-1 120 - 180 KHz 20 nm 
Bruker - Veeco 
Scanasyst - Fluid + 
0.7 N.m-1 120 - 180 KHz 2 nm 
Bruker - Veeco 
SNL – 10 
Bruker - Veeco 
A 0.35 N.m-1 50 - 85 KHz 
2 nm 
B 0.12 N.m-1 16 - 28 KHz 
C 0.24 N.m-1 40 - 75 KHz 
D 0.06 N.m-1 12 - 24 KHz 
Biolever - Olympus 
A 0.03 N.m-1 19 - 73 KHz 
30 nm 
B 0.006 N.m-1 7 - 21 KHz 
DNP - S10 
Bruker - Veeco 
A 0.58 N.m-1 40 - 75 KHz 
10 nm 
B 0.12 N.m-1 14 - 26 KHz 
C 0.32 N.m-1 40 - 75 KHz 
D 0.06 N.m-1 12 - 24 KHz 
OMCL - TR800PSA - 2 A 0.15 N.m-1 24 kHz 
15 nm 
Olympus B 0.57 N.m-1 73 kHz 
Tableau 2 - Principales constantes des leviers utilisés. 
L’expression de la constante de raideur des leviers AFM est différente suivant la géométrie de ce 





























Tableau 3 - Expressions des constantes de raideur de leviers AFM avec t l’épaisseur du levier et E le 
module de Young du levier. 
Les leviers fournis par les constructeurs induisent une incertitude sur la constante de raideur. Il 
s’avère donc primordial, avant chaque étude, de déterminer avec précision la valeur exacte de la 
constante de raideur du levier utilisé par la mesure de leur sensibilité, déterminée sur une courbe 
d’interaction, et l’analyse spectrale du bruit thermique. 
La forme de la pointe et les propriétés du levier (matériaux, dimensions, formes et constante de 
raideur) doivent être choisies en fonction de l’échantillon à étudier et du type d’expérience désiré 
(imagerie, mesures de force…).  
L’intégrité de la pointe est primordiale pour obtenir la meilleure résolution possible. En effet, 
différents problèmes peuvent être rencontrés comme l’apparition d’une double pointe ou d’une pointe 
affectée par un contaminant de surface, produisant des défauts topographiques caractéristiques 
(reproductibilité de motifs présents sur la surface, apparition de rayures transverses parallèles et 
périodiques…). Le phénomène de convolution entre la pointe AFM et la surface apparait en balayant des 
éléments isolés de hauteur relative importante. 
Afin d’accèder plus simplement aux propriétés nano mécanique en une seule manipulation, le mode 
Peak Force QNM a été développé.  




3.2.3. Mode Peak Force QNM 
Peak Force QNM (Quantitative NanoMechanics) est une extension du mode Peak Force TappingTM 
capable d’effectuer des mesures des propriétés mécaniques des matériaux à l’échelle nanométrique, tout 
en imageant simultanément des échantillons à haute résolution. Il est ainsi possible de mesurer 
l’adhérence, la déformation, la dissipation ou encore l’élasticité de tous types d’échantillons, inorganiques 
et organiques [44]. Un large choix de pointes a été développé, afin de couvrir une gamme très large de 
modules tout en maintenant un excellent rapport signal sur bruit.  
La déformation en profondeur de l’échantillon, limité au nanomètre, et l’effet du substrat sur les 
différentes mesures sont diminués puisque le mode Peak Force tapping contrôle la force appliquée à 
l’échantillon. Si la résolution de l’image est de 512*512, alors 512 courbes de forces seront enregistrées 
par ligne. Les informations sur les propriétés mécaniques résultent des mesures de courbes de force, ce 
qui explique les possibilités de ce nouveau mode.  
Les avantages du mode Peak Force QNM incluent de plus longues vies de pointes, induisant peu 
d'échanges de ces dernières. Tout ceci assure une meilleure intégrité des échantillons et une uniformité 
de mesure améliorée. 
Le mode Peak Force QNM permet d'étudier facilement les propriétés des mélanges de matériaux à 
haute résolution. La Figure 12 présente la cartographie des modules d'un mélange contenant plusieurs 
polymères. Trois composants différents sont clairement présents en A, B et C. L'analyse de cette image 
peut être renvoyée au module moyen de chaque composant et à sa proportion de la surface totale (figure 
14 - b) [45]. 
L’intégrité des échantillons les plus fragiles demeure puisque ce mode image de façon non-
destructive. Les avantages du mode Peak Force QNM incluent de plus longues durées de vie des pointes, 
induisant peu d'échanges de ces dernières et donc une uniformité des résultats. 
Le mode Peak Force exécute et analyse chaque courbe de force pour chaque pixel d’une image [46]. 
Auparavant, l’acquisition des propriétés mécanique se faisait à l’aide d’un SPM (Scanning Probe 




Figure 12 - Cartographie d’un mélange de polymères (balayage de 7 µm) en a et module moyen et taux 
de recouvrement de chaque composant en b. 
Les interactions engagées entre la pointe et l’échantillon peuvent être expliquées par une suite de 
figures. Tout d’abord, l’explication va se porter sur la force mesurée par la pointe en fonction du temps 
(Figure 13). 
 
Figure 13 - Variation de force et position du piézo-électrique z en fonction du temps. 
La Figure 13 se décompose en deux parties : en a, le déplacement du piézo-électrique z en fonction du 
temps ; en b, la force mesurée pendant l’approche est représentée en bleu, le retrait en rouge. La 
fréquence de balayage se situe couramment à 2 KHz ; le délai pour passer du point A au point B est de 0,5 
ms. 
Au point A, la pointe est éloignée de la surface, générant pas ou peu de force. Puis, au fur et à mesure 
que la pointe approche de la surface, le levier est attiré par des forces attractives (en générale Van der 
Waals, électrostatique ou forces capillaires). Ceci se remarque lorsque la courbe bleue passe sous l’axe et 
devient négative. Au point B, les forces attractives sont plus fortes que la constante de raideur du levier et 
celui-ci fléchit vers la surface. La pointe reste alors en surface et les forces continuent d’augmenter jusqu’à 
ce que la position de z atteigne son point le plus bas en C. A cet instant, la force maximale se produit (Peak 
 49 
 
Force). La force au point C est maintenue constante durant l’interaction grâce à la boucle de rétroaction. 
La pointe commence alors à se retirer et la force diminue jusqu’à atteindre son minimum au point D. 
L’adhérence est donnée par la force à ce point. Une fois la pointe dégagée de la surface, seules les forces 
de longue portée agissent. La force est très faible voire nulle quand la distance pointe - échantillon est 
maximum (point E). 
Ainsi, lorsque l’échantillon est balayé, la boucle de feedback maintient la valeur de force au maximum 
(point C) en ajustant constamment l’extension du piézo-électrique z.  
L’interaction peut être présentée sous la forme d’une courbe de force traditionnelle (Figure 14). 
 
Figure 14 - Courbe de déflexion classique en fonction de la position de z. 
Puisque la position de z et la déflection du levier sont contrôlées en fonction du temps, la variable 
temps peut être éliminée pour obtenir une courbe de force en fonction de la position de z comme ci-
dessus. C’est à partir de ce genre de courbe qu’il est possible d’obtenir des informations sur les propriétés 
mécaniques d’échantillon (Figure 15). 
 
Figure 15 - Mise en évidence des mesures de propriétés mécaniques sur une courbe de déflexion. 
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Ainsi, en décomposant une courbe de force calibrée, il est possible de déterminer le module élastique 
(module de Young), l’adhérence pointe-échantillon, l’énergie de dissipation ou encore le maximum de 
déformation.  
La topographie fait partie des informations principales dans les différentes campagnes d’étude, de 
manière à mesurer diamètre moyen et hauteur pour déterminer le volume des entités présentes. 
Cependant, les protéines possèdent des agencements complexes ; afin de mieux comprendre leur 
conformation, par exemple la création de liaisons entre les sous–ensembles, des informations 
complémentaires telles que le module d’élasticité sont nécessaires. 
Mesure de l’élasticité surfacique par nanoindentation. 
En pratiquant une nano-indentation, il est possible d’observer le comportement élasto-plastique de la 
surface des matériaux. La force F relative à l'indentation δ appliquée est différente selon la nature du 
matériau (Figure 16).  
Généralement, les matériaux étudiés, en particulier les entités biologiques, possèdent un 
comportement mixte, les courbes de contrainte et de relaxation ne se superposent pas. Cette différence 
entre les lignes de contact à l'indentation et au retrait est associée à l'hystérésis de contrainte-relaxation.  
 
Figure 16 - Caractéristique contrainte-indentation. 
En a un matériau élastique idéal, en b un matériau plastique idéal et en c un matériau élasto-
plastique. H0p correspond à "indentation plastique à charge nulle". H0e est la "déformation élastique à 
charge nulle". 
Les distances de pénétration H0e de déformation élastique à charge nulle, et H0p d'indentation 
plastique à charge nulle, sont déterminées en utilisant la tangente de la courbe en A, afin de négliger 
l'influence des variations de l'aire de contact durant le processus de relaxation. 
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En négligeant les déformations plastiques, il est possible de déduire la constante de raideur ks de 
l’échantillon en utilisant les théories sur la continuité élastique au contact et en considérant une pointe de 








Ici a représente le rayon de contact, E le module de Young, ν le coefficient de Poisson. Pour connaitre 
la dépendance du rayon de contact a et de la force F avec la profondeur d'indentation δ, il est nécessaire 
d'utiliser différentes théories. Un modèle largement utilisé est le modèle de Hertz qui ne prend pas en 
compte l'adhérence et les forces d'interaction entre les surfaces de la pointe et de l'échantillon. Ce 
modèle considère une sphère élastique lisse de rayon R face à un plan rigide. Les autres théories prennent 
en considération les effets de l'énergie de surface sur la déformation au contact. 
La théorie DMT (Derjaguin – Müller – Toporov) utilise la sphère élastique déformée selon la théorie de 
Hertz, mais en addition à la force F, les forces d'interaction entre corps à l'extérieur de la zone de contact 
sont prises en compte [48]. 
La théorie JKRS (Johnson – Kendall – Roberts – Sperling) néglige les forces à longue portée à 
l'extérieur de la zone de contact et considère uniquement les forces à courte portée à l'intérieur de la 
zone de contact [49]. 
Les grandeurs telles que la force d'adhérence Fadh, le rayon de contact a, le rayon de contact à charge 
nulle a0, la déformation de la pointe δ sont résumées dans la Tableau 4. 
Théorie Fadh a a0 δ 
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Le module de Young réduit est donné par la relation 





















avec ES, Etip, νS, νtip correspondant respectivement aux modules de Young et coefficients de Poisson de 
l'échantillon et de la pointe, W étant le travail de l'adhérence au contact. 
L’acquisition des mesures de module élastique du mode Peak Force QNM utilise la théorie DMT 
(Derjaguin – Müller – Toporov). 
 
Ainsi le module de Young E* est obtenu en lissant la courbe de retrait.  
( )30*3
4 ddREFF adh −=−  
F - Fadh est la force du levier relative à la force d’adhérence, R est le rayon de courbure de la pointe 
et d – d0 la déformation de l’échantillon. La connaissance du coefficient de Poisson (Tableau 5) permet au 
logiciel Nanoscope de calculer le module de Young de l’échantillon. 
Module élastique E Coefficient de Poisson 
E < 100 Mpa 0,5 
0,1 < E < 1 Gpa 0,4 
1 < E < 10 Gpa 0,3 
Tableau 5 - Coefficient de Poisson en fonction du module élastique. 

























Les mesures de modules élastiques peuvent opérer de 700 kPa à 70 GPa (hydrogels, métaux, semi-




Figure 17 - Graphique comparatif de module de Young mesuré. 
Plusieurs pointes ont été utilisées pour couvrir toute la gamme entière. 
Ceci implique que le choix du type de leviers demeure primordial dans l’étude des modules 
élastiques, puisqu’ils correspondent chacun à une plage de mesure. Les plages de mesures utilisées durant 
toutes les études sont inférieures à 100 MPa. Dès lors que le levier approprié à la gamme de raideur est 
choisi, il est nécessaire de finaliser la calibration. Celle-ci se fait via soit un échantillon de référence 
(méthode relative), soit en mesurant la constante de raideur du levier et le rayon de courbure de la pointe 
(méthode absolue). 
Il est intéressant de montrer quelques exemples des applications du mode Peak Force QNM. La Figure 
18 présente les informations offertes par le mode Peak Force pendant le balayage d’une surface, ici un 
film optique composé de multicouches de polymères. 
 
Figure 18 - Image AFM en mode Peak Force d’un film optique composé de multicouches de polymères . 
Balayage de 10 µm x 10µm. En a la topographie, en b l’adhérence et en c l’élasticité. 
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Les informations topographiques, en particulier la hauteur sont présentées en a, l’adhérence en b et 
le module élastique en c. Le profil du module de Young suit la ligne allant de gauche à droite sur la figure c. 
L’élasticité joue un rôle majeur puisqu’elle permet de donner des informations en volume, comme ici où 
l’élasticité passe de 100 à 300 MPa dans ces multicouches de polymères. 
L’adhérence peut fournir des informations pertinentes sur l’analyse d’échantillons biologiques : la 
Figure 19 par exemple est une image AFM en adhérence d’un mélange de petites protéines et de résidus 
d’ADN de taille identique où le module d’adhérence est le seul moyen de discerner les deux entités. Les 
tâches claires représentent les protéines, celles plus sombres l’ADN. 
 
Figure 19 - Image AFM du module d'adhérence d'un mélange de protéine et d’ADN. 
3.3. Etude Biologique 
La dénomination « complexes biologiques » est très vaste. Elle regroupe protéines, enzymes, virus, 
cellules, ribosomes… Chaque entité biologique possède sa propre composition, comportement et 
dynamique. La microscopie à force atomique offre une richesse tant au niveau des données structurales 
que de leur mode d’assemblage. Les données recueillies grâce à la microscopie à force atomique 
permettent d’alimenter la nanomédecine et la nanobiotechnologie. Le mode et la mise en œuvre de 
l’imagerie sont adaptés à l’étude biologique puisqu’il est possible d’étudier un échantillon en milieu 
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liquide (tampon ou milieu physiologique désiré) mais aussi à la température et au pH souhaité, le tout de 
manière non invasive permettant d’effectuer plusieurs passages sur la même zone [50]. 
L’AFM est un outil utile pour l’évaluation de la topographie externe et pour étudier les assemblages 
biologiques complexes. 
Un exemple de structure intéressante à étudier à l’AFM est le complexe GroEL - GroES provenant de 
Escherichia coli (homologue à Hsp60 chez les Eucaryotes). Cette protéine est la plus connue des protéines 
chaperonnes.  
 
Figure 20 - Illustration de la protéine chaperonne GroEL et du complexe GroEL–GroES. 
GroEL est une protéine tétradécamérique. Cette protéine chaperonne est présente sous forme de 
cylindre de 57 kDa de 13,5 nm de diamètre et de 14,5 nm de hauteur composé de deux anneaux 
identiques de quatorze sous-unités empilées [51]. Chaque sous-unité possède trois domaines : apical, 
équatorial et intermédiaire. Le domaine apical faisant face à l’ouverture montre un pourcentage plus 
élevé de résidus hydrophobes d'acides aminés que les autres domaines et est présumé se lier directement 
au substrat [52]. Ce complexe peut contenir une molécule de GFP. Le changement conformationnel de 
GroEL est augmenté par GroES, qui entre en contact avec les résidus hydrophobes après que les domaines 
équatoriaux se soient déplacés vers le haut. GroES est un petit homo-heptamère de 4 nm de hauteur se 
liant à GroEL en présence d’ATP ou d’ADP (Figure 20).  
Les cycles énergétiques accrochage / libération de GroES permettent de comprendre sa fonction 
d’assistance au repliement des polypeptides. Les études précédentes ont montré que l’interaction d’une 
chaine polypeptidique avec GroEL est basée sur l’hydrophobicité [53] [54]. GroEL / GroES ont été imagés en 
milieu liquide à l’AFM à haute résolution en mode contact fixés au glutaraldéhyde [6] [55], ou en mode 
oscillant déposés simplement sur mica [56]. De nombreuses ressources montrent que la fixation détruit les 
fonctions moléculaires et affecte la vraie conformation des protéines. De plus, ces études ont montré la 
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fragilité de l’assemblage GroEL / GroES pendant les manipulations à l’AFM, l’imagerie en mode oscillant 
sur surface de mica non fonctionnalisé permet de conserver la conformation et l’activité de GroEL la plus 
proche de celle rencontrée in vivo [56]. 
D’autres protéines multimériques sont sujettes à étude telle que la bacteriorhodopsin (Figure 21). La 
Bacteriorhodopsin est une protéine transmembranaire rencontrée chez les bactéries de la classe des 
Halobacteria, ayant un rôle de pompe à protons activée par la lumière et présente sous forme de 
« patch » dans leur membrane plasmique appelé membrane pourpre. 
Des couches cytoplasmiques contenant bacteriorhodopsin ont été étudiées par AFM. Elles se 
présentent sous forme de trimères arrangés en treillis de 6.2 ± 0.2 nm de longueur [57]. Chaque sous-unité 
du trimère présente une extension de 0.8 ± 0.2 nm par rapport à la membrane lipidique.  
 
Figure 21 - Illustration de la bacteriorhodopsin. (A) vue latérale du monomère, (B) vue cytoplasmique de 
la membrane pourpre et (C) image topographique. 
Outre la topographie, le microscope à force atomique via les mesures de courbes de forces permet 
l’obtention de mesure du module de Young. La littérature recense des mesures d’élasticité déterminées à 







Matériaux Module Young (Pa) Références 
Verre 50 . 109 [58] 
Quartz 70 . 109 [59] 
Or 79 . 109 [60] 
Mica 2 - 8 . 1010 [61] 
Fibre de carbone 2.1 . 1011 [62] 
Paroi de Methanospirillum hungatei GP1 33 - 39 . 109 [63] 
Ostéones tribial 22.4 . 109 [64] 
   
Tableau 6 - Modules de Young de plusieurs échantillons biologiques et substrats communément utilisés. 
Un élément important à savoir sur la mesure du module de Young est que les mesures sont fiables et 
faciles à mettre en œuvre pour des matériaux massifs. Cependant, pour les petites entités telles que l’ADN 
ou des petites protéines, l’influence du substrat est présente dans la mesure. 
Ce qui a été mentionné précédemment s’applique aussi aux membranes plasmiques puisqu’elles ne 
font que 8 nm d’épaisseur permettant ainsi au substrat d’exercer son influence dans la mesure du module 
de Young. 
Des études ont été réalisées sur des membranes pourpres ; afin de mesurer leurs modules de Young, 
des trous de taille nanométrique ont été préalablement fait dans le substrat de manière à ce que les 
bicouches soient suspendues [65]. 
L’élasticité des cellules est en majeure partie due à son cytosquelette composé d’un réseau d’actine, 
de microtubules, de filaments intermédiaires et de protéines. Weisenhorn était le premier à mesurer le 
comportement élastique de cellules vivantes (carcinome du poumon) avec des valeurs de modules de 
Young comprises entre 0.013 et 0.015 MPa [58]. 
Les mesures des propriétés mécaniques effectuées sur des myocytes atriaux de rat ont mis en 
évidence des régions plus ou moins élastiques en fonction de la position sur la cellule. Le module de Young 
au niveau de la région nucléaire est de 0.5 à 0.67 MPa et augmente de 5 à 8 fois en allant vers la 
périphérie de la cellule [66]. Ces expérimentations mettent une nouvelle fois en évidence l’effet du 
substrat. 
Une application intéressante basée sur la construction d’un capteur, fondée sur l’utilisation de 
microleviers, permet de mesurer les changements de comportements mécaniques basés sur des mesures 
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d’élasticité [67]. D’autres études ont montré que l’environnement (tampon, présence de toxines…) dans 
lequel se trouvait la cellule était capable de modifier ses propriétés élastiques [68]. 
De manière à mieux déterminer l’élasticité des cellules, il est logique d’étudier directement l’élasticité 
des protéines cytosquelettiques telles que les microtubules. L’inconvénient majeur vient de la stabilité : 
ainsi, les microtubules doivent être fixés au glutaraldéhyde en solution avant immobilisation sur substrat 
activé. L’augmentation de la concentration en glutaraldéhyde a montré une augmentation croissante de la 
rigidité des microtubules. En extrapolant les résultats, le module de Young sans fixation au glutaraldéhyde 
serait de 3 MPa. Les mesures de module élastique ont été réalisées seulement via de petite indentation 
puisque l’effet de substrat (oxyde de silicium) est très présent [69]. 
La fonction des membranes est liée aux propriétés élastiques et mécaniques de la bicouche lipidique. 
Les bicouches lipidiques supportées (SLBS) font parties des systèmes biomimétiques très utilisés dans 
l'étude des propriétés biophysiques des membranes. Le mode Peak Force QNM permet de réaliser une 
carte haute résolution des différents mécanismes des phases lipidiques (DOPC – DPPC), les valeurs de 
modules élastiques mesurées sont de 19,3 et 28,1 MPa avec une contribution négligeable du support [70]. 
Les complexes biologiques sont des structures dynamiques, suivant les lois de la thermodynamique. 
Les mouvements commencent par la vibration des liaisons atomiques jusqu’aux chaines latérales des 
protéines. L’ampleur de ce mouvement approche la gamme du nanomètre, discernable à l’AFM ; 
cependant, les mouvements sont trop rapides pour un AFM classique. En effet, l’AFM permet 
l’observation mécanique de comportements terminés et de la dynamique du processus qui s’est effectué. 
4. High–Speed AFM et dynamique moléculaire 
4.1. Historique 
La première tentative permettant de combiner la résolution et la vitesse de balayage à l’aide d’un 
microscope à force atomique date de 1991 [71]. En 1993, la vitesse maximale de balayage a été 
théoriquement analysée en se concentrant sur la relation entre les propriétés mécaniques des leviers et la 
vitesse de balayage [72]. Les premiers scanners à balayage rapide sont apparus en 1995, suivis par 
l’apparition de leviers miniaturisés en 1996 (passant de 23 µm à 12 µm) [73]. Les années suivantes, ces 
innovations ont permis d’imager de l’ADN en 1,7s [74] ou encore la formation et la dissociation du 
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complexe GroEL – GroES [75]. Outre le verrou technologique provenant de la conception mécanique, il 
demeure toujours celui de l’électronique. En effet, même s’il existe des actionneurs piézoélectriques avec 
de hautes fréquences de coupure permettant des balayages rapide, la bande passante des électroniques 
restait limité au kHz. 
Ainsi, en 2001 [76] et en 2002 [77], les nouvelles études présentent le développement d’un scanner à 
haute vitesse muni d’une électronique rapide, de petits leviers (fréquence de résonance à 600 kHz et 
constante de raideur à 0,1 N.m-1 en liquide) et d’un détecteur OBD (Optical Beam Detector). L’observation 
de myosine V a été obtenue à douze images par seconde avec un balayage de 240 nm. Ceci fut le premier 
pas vers la microscopie à force atomique à haute vitesse appliquée aux complexes biologiques [78]. 
4.2. Conception 
La conception mécanique du microscope HS-AFM est différente de celle du microscope AFM 
commercial décrit précédemment. La configuration est inversée et l’échantillon se déplace au-dessus d’un 
ensemble levier-pointe. Pour ce faire, la diode laser est alimentée par un amplificateur et couplée à un 
réducteur de bruit. Le faisceau laser incident traverse une lame quart d’onde avant d’être renvoyé vers un 
objectif via un miroir dichroïque. L’objectif (CFI Pan Fluor ELWD20 C, NA, 0.45, Nikon) permet de collecter 
et collimater le faisceau laser sur le levier. L’utilisation de leviers miniaturisés impose cette conception de 
manière à obtenir une taille de spot laser de l’ordre de quelques µm. Le faisceau réfléchi par le levier 
reprend la même trajectoire mais est dévié par un lame séparatrice positionnée avant la diode laser pour 
être envoyé vers le photodétecteur (Si – PIN, 3 pF, 40 MHz). Le déplacement du spot laser sur le levier est 
proportionnel à la déviation angulaire du levier.  
L’objectif est également utilisé pour visualiser le levier et l’échantillon à l’aide d’une caméra (Nikon). 
L’intégralité du système de détection optique est intégrée dans une structure en acier inoxydable 
(SUS 303) afin de limiter au maximum les dérives mécaniques. 





Figure 22 - Schéma de l’intégration du système optique. 
La conception optique découle de la conception des scanners : en effet, deux types de scanners ont 
été développés par l’équipe du Pr. T. Ando de l’université de Kanazawa, l’un avec un balayage maximum 
de 800 nm et l’autre de balayage maximum 5 à 30 µm. Le verrou technologique actuel se situe au niveau 
des plus grands domaines de balayage puisqu’il diminuerait la bande passante du scanner et donc la 
vitesse de balayage. 
Les conditions primordiales pour un balayage à haute vitesse sont de trouver des actionneurs 
piézoélectriques possédant des débattements importants avec peu de bruit au niveau de ses deux pics de 
résonance. A la différence des scanners à conception tubulaire, les scanners permettant un balayage 
rapide doivent posséder un découplage des trois axes de balayage. 
Comme décrit précédemment, les scanners pour AFM classique sont de conception tubulaire ; 
cependant, le déplacement des céramiques crée des oscillations entrainant non seulement une distorsion 
des images, mais aussi des vibrations du support et de l’actionneur lui-même. Une façon efficace de palier 




Figure 23 - Schéma du contre balancier. 
L’intérêt du contre balancier est de limiter les forces impulsives qui sont contrées par le déplacement 
simultané des deux actionneurs piézoélectriques selon l’axe z [79].  
Le découplage des trois axes x, y et z permet d’utiliser des actionneurs multicouches permettant 
d’augmenter la bande passante et d’atteindre des fréquences de coupure de 300 kHz. Ils ont pour 
avantage de posséder des déplacements d’une précision sub-atomique avec des déplacements pouvant 
aller jusqu’au millimètre. La Figure 24 présente la disposition des actionneurs piézoélectriques pour 
découpler les trois axes. 
 
Figure 24 - Schéma des éléments piézoélectrique pour l'AFM haute-vitesse. 
Un élastomère vient remplir les interstices et amortir les bruits résiduels à basse fréquence (Hitohada 




Figure 25 - Schéma de principe du microscope Hs-AFM. 
4.2.1. Levier HS AFM et surpointes 
L’ensemble levier pointe est l’élément crucial pour l’imagerie à force atomique. En effet, les 
dimensions et qualités des leviers ainsi que leurs pointes associées sont des paramètres primordiaux. Afin 
d’imager à haute vitesse tout en conservant une bonne résolution, il est nécessaire que le rayon de 
courbure soit le plus faible possible mais aussi que les effets hydrodynamiques associés aux vitesses de 
balayage et à la fréquence de résonance élevée soient le plus faible possible. 
Trois types de leviers ont été utilisés, deux types provenant de la société Olympus et un prototype de 
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Figure 26 - Images MEB des trois types de leviers utilisés. 
La croissance de nanotubes de carbone au bout du levier (Figure 27) permet de mieux contrôler le 
rayon de courbure, d’éloigner le levier et de limiter les effets hydrodynamiques, autorisant un contact plus 
franc lors de l’approche. 
La méthode de fabrication est somme toute simple. Elle requiert l’utilisation d’un microscope 
électronique à balayage (type JEOL 6500). Autrement nommé Electron Beam Deposition (EBD), cette 
technique se base sur l’apport de carbone par vaporisation d’une source de carbone sous effet du faisceau 
d’électrons [80]. 
 




Figure 28 - Mise en évidence de l'intérêt des surpointes. Sans surpointe en A, et en B avec surpointes. 
La Figure 28 montre de manière pertinente l’avantage d’utiliser des leviers munis de surpointes. La 
courbe de force présente en B est linéaire et présente un véritable saut de contact : la qualité des images 
est fortement améliorée. 
La tension d’accélération du microscope est fixée à 20 kV avec un courant à environ 25 pA et un angle 
de 6° du levier par rapport au faisceau. L’alignement de la colonne et la focalisation sur la surface du levier 
sont cruciaux pour l’obtention de bonnes surpointes. 
Des protocoles de magnification et de temps d’insolation ont été calibrés au laboratoire pour obtenir 
des surpointes allant de 1 à 3 µm. 
L’autre avantage de cette technique est de pouvoir régénérer les pointes utilisées. En effet, il est 
possible de faire croitre une nouvelle surpointe sur l’ancienne et ainsi de s’affranchir d’une précédente 
contamination. 
4.2.2. Echantillons biologiques et dynamiques moléculaires 
Toutes les techniques énoncées au début du chapitre permettent de lever le voile sur la structure et 




Cette partie va présenter un panel des expérimentations en dynamique moléculaire effectuées par 
notre laboratoire et les laboratoires partenaires du consortium HS-AFM possédant un microscope à force 
atomique à haute vitesse. Les complexes biologiques sont fortement dynamiques. Leurs fonctions 
résultent des changements structurels et des interactions dynamiques avec d'autres molécules. Les 
protéines motrices transportent les macromolécules jusqu’à leur destination, elles sont appelées 
protéines cargos [81]. Le cytosquelette des cellules subit des cycles de polymérisation – dépolymérisation 
sous l’action de facteurs de régulation [82]. En effet, la dynamique d’assemblage – désassemblage joue un 
rôle important dans l’étude des microtubules. Leur temps de polymérisation est de l’ordre de 2 ± 1 . 10−3 
s−1. 
Les protéines motrices ou moteurs protéiques sont des complexes biologiques très sophistiqués 
capables de convertir l’énergie chimique (hydrolyse de l’ATP) en travail par modification de leur 
conformation. Il en existe quatre groupes : les myosines associées aux filaments d’actine, les kinésines et 
les dynéines associées aux microtubules et enfin les enzymes se déplaçant sur l’ADN ou l’ARN (ARN 
polymérase). Comprendre le mécanisme de fonctionnement de ces complexes n’est pas simple ; il faut 
connaitre : leur action physiologique (microscopie optique et étude biochimique), leur structure atomique 
(cristallographie), la cinétique d’hydrolyse de l’ATP (étude biochimique), la dynamique structurelle en 
action et enfin la relation entre tous les précédents points. La dynamique est le point le plus complexe à 
étudier [83]. 
Le comportement de la myosine V se déplaçant le long des filaments d’actine est principalement 
étudié par microscopie optique. Ainsi, il a été découvert l’utilité de l’ATP dans le déplacement ; la myosine 
demeure cependant invisible par cette voie d’observation et a donc été visualisée en microscopie 
électronique dans un état figé. L’investigation au microscope à force atomique à haute vitesse a permis de 
visualiser le déplacement de la myosine sur l’actine et a donc prouvé les spéculations concernant le 
mouvement de cette protéine [84]. 
Les protéines et leurs dynamiques sont des sujets clés qui, comme précédemment explicités, sont 
difficiles à visualiser. L’équipe du Professeur Ando (Kanazawa, Japon) a réussi à mettre en évidence le 




Figure 29 - Déplacement de la Myosine V sur un filament d'actine au HS-AFM. 
Le microscope à force atomique à haute vitesse a permis également de lever le voile sur une 
incertitude en ce qui concerne le mode d’assemblage du complexe GroEL – GroES. Les études 
biochimiques ont montré la coopérativité positive pour l’attache et l’hydrolyse de l’ATP dans un même 
anneau et la coopérativité entre les deux anneaux [86]. Il a été présumé qu’en raison de la coopérativité 
négative entre les deux anneaux, l’attache de GroES à GroEL se faisait alternativement sur chaque anneau. 
Cependant, une étude menée au microscope électronique à balayage a montré que GroES se fixait des 
deux côtés en même temps [87]. Le microscope à force atomique à haute vitesse est l’outil clé pour 
répondre à cette question ; il a fallu cependant fixer spécifiquement GroEL, sur le côté afin de laisser libre 
accès au site de fixation de GroES [88]. Ces expérimentations ont montré que GroES peut se fixer 
alternativement sur l’un ou l’autre des anneaux de GroEL mais aussi sur les deux anneaux en même 
temps.  
Les changements de conformation des protéines en réponse aux stimuli externes sont primordiaux 
dans des processus biologiques, le prouver demeure toutefois difficile puisqu’il est complexe de visualiser 
directement de tels changements structurels dans des conditions physiologiques similaires à celles in vivo. 
Une étude au microscope à force atomique à haute vitesse a été menée sur la bacteriorhodopsin afin de 
visualiser ces changements de conformation. Lors de son illumination, une partie cytoplasmique de 
chaque monomère la composant est mise en contact avec des trimères adjacents [89]. Ces résultats 
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confirment que la visualisation à haute vitesse est une approche puissante pour étudier des processus 
biomoléculaires rapides dans des conditions réalistes. 
Dès l’acquisition du microscope HS-AFM, divers types d’échantillons ont été étudiés tel que le 
Tobacco Mosaic Virus (TMV). Ce virus très simple comporte un génome emballé dans une capside 
protéique de taille connue : 300 nm de long pour un diamètre de 18 nm, et permet de calibrer le 
microscope (Figure 30). 
 
 
Figure 30 - Image HS-AFM du virus TMV. 
Les assemblages supramoléculaires sont capables de s’assembler pour donner des édifices 
biologiques plus complexes. Leur étude est très intéressante pour mettre en évidence les processus 
d’assemblage. Une de ces structures supramoléculaires est les PDNAs : il s’agit de complexes hybrides 
artificiels issus du couplage entre une protéine et un brin d’ADN synthétisé au Centre de Génétique 
Moléculaire de Gif-sur-Yvette (Figure 31) [90]. 
 
Figure 31 - Mise en évidence de la dynamique de complexes PDNAs. 
Les autres éléments biologiques très étudiés sont les bicouches phospholipidiques puisqu’elles 
permettent de simuler les membranes des cellules et ouvrent toutes les possibilités d’étude des 
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interactions membranes – protéines. La Figure 32 présente un exemple d’imagerie de bicouches DOPC – 
DPPC. 
 
Figure 32 - Dynamique de fusion de bicouches DOPC-DPPC par HS-AFM. 
Ces quelques exemples montrent le potentiel quasi illimité du Microscope à Force Atomique à Haute 
Vitesse. 
Les entités biologiques, en particulier les protéines, présentent des possibilités de recherche quasi 
illimitées. De nombreuses techniques ont été développées pour appréhender leurs structures et leurs 
rôles au sein du métabolisme. Ces techniques répondent aux questions concernant la structure, le rôle, les 
interactions. 
Cependant, les mesures élastiques menant au comportement intrinsèque des entités demeurent 
encore difficiles à mettre en œuvre et rien n’est fait pour visualiser la dynamique des protéines. 
C’est ainsi que se positionne cette étude. En effet, les mesures topographiques et élastiques par 
microscopie à force atomique classique renseigneront sur le comportement des entités protéiques.  
Le microscope à force atomique haute vitesse HS AFM va permettre d’entrevoir la dynamique de mise 
en place des conformations et de leurs changements en fonction de l’environnement, mais également des 






Chapitre 2 – Conformation et dynamique d’une protéine 
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La microscopie à force atomique (AFM) est devenue ces dernières années un outil essentiel de 
caractérisation en recherche et développement dans les domaines des nanotechnologies et 
nanobiosciences. Sa polyvalence permet en biologie une résolution sub-nanométrique tant sur des 
cellules vivantes que sur des tissus, l’ensemble dans son tampon physiologique. Ainsi des édifices 
biologiques associant des molécules simples ont été étudiés, comme des complexes d'ADN ou de 
protéines-ADN [90]. De nouveaux modes AFM ou concepts comme le Peak Force-QNM (PF-QNM) ont été 
développés pour accéder aux propriétés mécaniques des molécules biologiques individuelles. Dans le cas 
des microscopes AFM conventionnels, il est impossible d’observer la dynamique des molécules 
biologiques, même si début 2012 est apparue une version commerciale avec une vitesse d’acquisition de 
1s par image. En effet, pour résoudre ces phénomènes dynamiques il faut atteindre des temps 
d'acquisition d'image inférieure à 100 ms. C’est avec le développement de la microscopie AFM haute 
vitesse HS-AFM du groupe du Pr. T. Ando [78], décrit dans le chapitre précédent, que de telles vitesses sont 
accessibles. 
Pour évaluer la contribution du microscope HS-AFM dans les processus de dynamique moléculaire, la 
caractérisation de la dynamique structurale de protéines a été choisi, comme celles qui présentent un 
degré élevé de désordre, une organisation différente en fonction de la température ou du pH, et dont 
l’étude présente actuellement un enjeu scientifique majeur. En effet, ces dynamiques biologiques sont 
généralement associées à la majorité des processus fonctionnels et pathologiques.  
Les protéines étudiées sont des petites protéines de choc thermique (sHsp), diversifiées en séquence 
d’acides aminés et en masse moléculaire comprise entre 14 et 43 kDa [91]. Toutes les protéines 
appartenant à cette grande famille des protéines sHsp possèdent environ 100 acides aminés et sont 
apparentées aux protéines de l’α-cristallin de l'œil des vertébrés. Les protéines sHsp possèdent des 
localisations cellulaires diverses suggérant des fonctions variées [92]. Une caractéristique commune de ces 
protéines sHsp est leur capacité à s’associer pour former de grands complexes oligomériques variant de 
150 kDa à 600 kDa chez les bactéries. De nombreuses études ont montré que les protéines sHsp protègent 
les polypeptides dénaturés contre l'agrégation irréversible. Cette activité, appelée activité chaperon, a été 
mise en évidence in vivo et in vitro [14] [93]. Néanmoins et compte tenu de la variabilité de la séquence et la 
taille des protéines sHsp, seules quelques structures oligomères sont élucidées à la fois structurellement 
et fonctionnellement [94]. Malgré la variabilité de leurs séquences, les protéines sHsp ont des 
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caractéristiques communes à contenir peu ou pas de ponts disulfures dans leur structure, ce qui leur 
confère une grande flexibilité [16]. Des articles récents ont souligné le potentiel de ces protéines pour 
utilisation dans divers domaines de la biotechnologie (programme européen STREP Spedoc).  
L’attention s’est portée tout particulièrement sur la protéine sHsp Lo18, dans le cadre d’une 
collaboration avec Pr. J. Guzzo, de l’UMR A PAM AgroSup Dijon. Cette protéine est produite par la bactérie 
lactique Oenococcus oeni [95] responsable de la fermentation malolactique du vin. Ce processus intervient 
lors de la vinification, ce qui est peu favorable au développement de la bactérie. Néanmoins, il est observé 
une capacité de cette bactérie à s’adapter à ce milieu ce qui en fait un modèle d’étude de la réponse à de 
multiples stress chez les bactéries. Le mécanisme de résistance d’Oenococcus oeni est lié à l’activité de la 
protéine sHsp Lo18. Il a été démontré que la protéine sHsp Lo18 exerce une activité de chaperon 
moléculaire lorsqu’elle est sous forme multimérique ou oligomérique [96] [97]. Des travaux ont démontré 
clairement que l’état d’oligomérisation de la protéine sHsp Lo18 est fonction du pH et se traduit par une 
capacité à s’associer et se dissocier sous-forme multimérique selon des tailles diverses [98]. Il a été montré 
que sa structure passait d’un dimère à pH basique à une structure allant jusqu’à l’association de 8 dimères 
à pH acide. 
Ce chapitre est donc consacré à l’étude approfondie de la conformation et de la dynamique 
d’association et de dissociation de la protéine sHsp Lo18 en fonction du pH en utilisant le mode PF-QNM 
de l’AFM et la microscopie à force atomique haute vitesse HS-AFM. Les études biochimiques préalables 












1. Problématique biologique 
1.1. Contexte biologique 
La bactérie lactique Oenococcus oeni fait partie de la flore d’intérêt du vin. Elle est responsable de la 
fermentation malolactique, intervenant après la fermentation alcoolique dans des processus de 
vinification [99]. Les conditions de développement de O. oeni dans le vin sont peu favorables : forte 
concentration en éthanol (12%), pH acide (environ pH 3,5), basse température (15 – 18 °C), carence en 
nutriments, présence de sulfites [100]. 
La bactérie est capable de s’adapter à ces conditions défavorables et constitue un bon modèle 
d’étude de la réponse à de multiples stress chez les bactéries lactiques [101]. L’un des mécanismes de 
résistance fait intervenir une sHsp nommée sHsp Lo18 et qui a fait l’objet d’une étude approfondie. Cette 
protéine de 18 kDa est majoritairement exprimée en réponse à de multiples stress [102].  
Des études biochimiques ont permis de montrer que la protéine sHsp Lo18 est capable de s’organiser 
en dimères in vitro et des structures équivalentes ont été mises en évidence in vivo [103]. La structure 
multimérique de la protéine sHsp Lo18 venant d'Oenococcus oeni ou exprimée par Escherichia coli a 
également été étudiée biochimiquement. In vitro, la protéine sHsp Lo18 présente diverses formes 
multimériques. Les expériences suggèrent fortement que les mêmes structures existent in vivo. 
La caractérisation structurale des protéines compose l’une des études majeures en biologie. Etant 
donné le degré substantiel de désordre, qui est actuellement un enjeu scientifique, l’étude de la 
dynamique reflète un aspect pertinent gouvernant la majorité des processus métaboliques et 
pathologiques. 
L’équipe du Professeur Guzzo a déterminé par Chromatographie d’Exclusion Stérique (SEC) et par 
Ultracentrifugation Analytique (AUC) la distribution de l'état oligomérique de la protéine sHsp Lo18 à 
différents pH. Ainsi il a été montré que la protéine sHsp Lo18 s’assemble essentiellement en multimères 
aux pH acides, puis sa structure quaternaire évolue vers un mélange de plus faible poids moléculaire 
lorsque le pH augmente. En effet, à pH basique, il a été démontré que les entités rencontrées 
correspondent à des dimères, assimilés à des blocs de construction (building block), première étape du 
processus d’oligomérisation. La Chromatographie d’Exclusion Stérique élue deux différents volumes, le 
premier pour les pH de 5, 6 et 7 à 11,5 mL correspondant à environ 17 – 18 sous unités et le deuxième 
 76 
 
volume pour pH 8 et 9 à 16 mL contenant la forme dimèrique de la protéine. L’analyse biochimique 
complète par l’Ultracentrifugation Analytique confirme la présence de gros oligomères de pH 5 à 7 et de 
petits oligomères de pH 8 à 9 [98]. 
La protéine sHsp Lo18 est un bon modèle d’étude pour l’AFM tant au niveau structural que 
conformationnel de par ses changements d’état multimérique en fonction du pH. Par ailleurs, ces 
changements multimériques possèdent une dynamique observable par HS-AFM. Ainsi, les résultats AFM 
pourront être comparés avec les mesures biochimiques en SEC et AUC en ce qui concerne l’étude de 
degrés d’oligomérisation. 
La protéine sHsp Lo18 s’exprime chez la bactérie lactique Oenococcus oeni lors de la fermentation 
alcoolique. En effet, l’éthanol induisant un stress tant sur la membrane que sur le contenu de la bactérie, 
la protéine sHsp Lo18 va alors protéger la membrane et les protéines intracellulaires. La protéine sHsp 
Lo18 présente également un intérêt dans le domaine de l’industrie agro-alimentaire, en particulier pour la 
fabrication des produits laitiers dans lesquels elles jouent des rôles dans les processus d’acidifications, de 
modifications aromatiques et rhéologiques [104]. Il s’avère que, via son rôle chaperon, la protéine peut 
prévenir la caséine de l’agrégation. Les effets sont également l’accélération de la prise en gel ou encore 
l’augmentation de la synérèse du lait. 
C’est ainsi que le processus de synthèse de la protéine sHsp Lo18 a été entrepris. 
1.2. Synthèse de la protéine sHsp Lo18 
Les études biochimiques préliminaires ont été réalisées au sein de l’Institut Universitaire de la Vigne 
et du Vin. Cette partie présente succinctement les stratégies techniques pour fabriquer la protéine sHsp 
Lo18. 
Tout d’abord, la protéine sHsp Lo18 est produite en système hétérologue par Escherichia coli 
BL21xpET sHsp18. Cette souche contient le plasmide d’expression pET28a qui intègre le gène sHsp18 
codant la protéine sHsp Lo18. La souche de E. coli BL21xpET sHsp18 est cultivée à 37°C en aérobiose et 
sous agitation dans du milieu Luria Bertani (LB : Tryptone 10 g.L-1, NaCl 5 g.L-1, extrait de levure 5 g.L-1). La 
croissance de cette culture de E. coli BL21xpET sHsp18 est stoppée en fin de phase exponentielle en 
plaçant les erlenmeyers dans la glace. L’étape de purification, afin de n’avoir que la protéine sHsp Lo18 , 
est réalisée en exprimant la protéine sHsp Lo18 par l’ajout d’IPTG (isopropyl β-D-1-thiogalactopyranoside, 
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qui initie la transcription du gène de la β-galactosidase) à la concentration finale de 50 μM. La culture est 
incubée à 15 °C sous agitation mécanique jusqu’en phase stationnaire de la culture bactérienne. La 
totalité de la culture est centrifugée (10 minutes, 5000 g, +4 °C). Le culot est lavé par du tampon Tris-HCl 
20 mM – NaCl 250 mM pH 8,0 ou (10 min, 4000 g, +4 °C). La biomasse est remise en suspension. La 
purification de la protéine sHsp Lo18 est effectuée par chromatographie basse pression en phase liquide 
sur l’appareil Äkta Purifier (Pharmacia) sur colonne d’interactions hydrophobes RESOURCE HIC-Phe 1mL 
(GE Healthcare). Le tampon Tris-HCl 20 mM pH 8,0 permet l’élution des protéines polaires et la fixation 
des protéines hydrophobes sur la colonne. Ensuite, le passage de tampon Tris-HCl 20 mM pH 8,0 va 
permettre le décrochage des protéines hydrophobes dont la très grande majorité est constituée de la 
protéine sHsp Lo18 [97]. Les fractions contenant la protéine sHsp Lo18 sont collectées et concentrées à 
l’aide d’une cellule d’ultrafiltration contenant un filtre en cellulose régénérée dont le seuil de coupure est 
de 10 kDa. La protéine est ensuite dialysée avec du tampon phosphate 50 mM pH 7,0 pour sa 
conservation. Pour les essais de chromatographie d’exclusion et de dosage d’activité chaperon à différents 
pH, la protéine est dialysée par étapes successives depuis pH 7,0 jusqu’à la valeur de pH souhaitée dans un 
tampon phosphate 50 mM. La concentration finale de protéine sHsp Lo18 est déterminée grâce à un 
dosage de Bradford avec l’albumine de sérum bovin (Bovin Serum Albumine - BSA) comme gamme étalon. 
La protéine a été conservée à +4 °C. 
La chromatographie d’exclusion moléculaire permet de séparer et d’éluer des composés selon le 
principe du tamisage moléculaire. Les molécules de taille supérieure à celle des pores des billes sont 
totalement exclues du gel et sortent dans le volume d’élution correspondant au volume mort de la 
colonne. La chromatographie est réalisée sur une colonne SuperdexTM 75 5/150 GL (GE Healthcare) d’un 
volume utile de 3 mL, montée sur le système Äkta purifier équipé d’un boucle d’injection de 100 μL. Un 
volume de 10 μL d’échantillon est injecté dans la colonne. L’élution est réalisée dans du premier tampon. 
L’oligomérisation pouvant varier en fonction de la température [105], tous les essais sont effectués à 4°C. La 
colonne est préalablement caractérisée par détermination des volumes d’élution d’un jeu de protéines de 
référence (Calibrage Pharmacia LMW) dont les masses moléculaires (MM) sont connues. 
Il a été déterminé l’état d’oligomérisation de la protéine sHsp Lo18 après sa purification et dialyse à 




2. Etude de la protéine sHsp Lo18, en mode Peak Force QNM  
Les premières études se sont portées sur la détermination du plus petit niveau d’oligomérisation en 
microscopie AFM et des variations de conformation en fonction du pH. 
Des calculs de dilution de la solution de la protéine sHsp Lo18 pure (solution mère) ont été effectués 
afin d’obtenir un taux de recouvrement d’environ 20% (quantité de sHsp Lo18 présente en surface). Pour 
cela, une dilution par 1000 de la solution mère, initialement de 3 g.L-1, a été réalisée dans du tampon 
phosphate au pH désiré. Ensuite, seulement 1 µL de la solution est déposé sur une surface de mica (mica 
1,5 mm de diamètre, source RIBM, Japon) fraichement clivé pour l’étude AFM. Une fois ce dépôt réalisé, il 
est nécessaire d'attendre au moins 45 minutes avant que la distribution en taille des multimères soit 
correcte au pH donné. Comme la solution mère est à pH 7, un minimum de temps est nécessaire à 
l’oligomère pour se réagencer selon une conformation stable correspondant au pH d’étude considéré. Les 
expériences ont été ainsi effectuées de pH 9 à pH 5. Avant l’étude par microscopie HS-AFM ou AFM 
classique, l’échantillon est placé 5 minutes sous atmosphère saturée en eau afin de laisser s’adsorber les 
complexes biologiques sur la surface du substrat sans laisser s’évaporer la solution. La surface de mica 
(KAL2(Si3Al)010(OH)2) utilisée pour le dépôt de la solution est le substrat le plus utilisé en AFM pour des 
échantillons biologiques [106]. Cela s’explique en raison de la planéité de cette surface lorsqu’elle est 
fraichement clivée, rugosité moyenne (Ra) inférieure à 0,3 nm, permettant ainsi de discerner les entités 
biologiques. Il s’avère, de plus, que la protéine sHsp Lo18 n’a montré aucune interaction spécifique avec 
cette surface, permettant de l’observer dans sa conformation exacte selon les différents pH. Il est 
cependant possible d’utiliser d’autres types de substrats comme le verre, le silicium, le graphite HOPG, l’or 
ou encore des fonctionnalisations de surface [107], mais cette étude spécifique liée à la nature de la surface 
sera présentée dans le dernier chapitre. 
Une première série de mesure a été réalisée avec un microscope AFM (Bruker ; AFM Nanoscope 8 – 
scanner 15 µm - pointes DNP-S de constante de raideur k = 0,12-0,56 N.m-1) en mode Peak Force en 
liquide en vue d’accéder aux propriétés mécaniques des oligomères en fonction du pH. Le choix de la 
constante de raideur est une étape cruciale. La constante de raideur doit être faible pour diminuer 
l’interaction avec les complexes biologiques telles que les protéines et éviter toute perturbation avec le 
support, de module d’élasticité de quelques GPa. Le levier, de par sa conception, va alternativement 
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analyser des matériaux mous (protéines) et rigides (mica, silicium…).Il est nécessaire de comprendre que 
la valeur du module de Young déterminé expérimentalement dans la suite du document est une 
différence relative entre le complexe biologique et la surface et en aucun cas une valeur absolue du 
module d’élasticité de la protéine. 
2.1. Analyse préliminaire 
Afin de suivre le processus d’oligomérisation des sous-unités en fonction du pH, il a été nécessaire de 
commencer par le plus petit niveau d’oligomérisation correspondant, selon les analyses biochimiques, à 
pH 9 (Figure 33). 
 
 
Figure 33 - Topographie et section de sHsp Lo18 à pH 9. 
Ainsi, il apparait clairement en imagerie topographique AFM sur l’ensemble de l’échantillon (évalué à 
partir de plus de 30 images sur des échantillons différents) qu’une population majoritaire de la protéine 
sHsp Lo18 d’un diamètre moyen de 30 ± 1,3 nm et d’une hauteur de 5 ± 0,7 nm (Figure 33) est présente à 
pH 9. Les mesures biochimiques montrent que le plus petit niveau d’oligomérisation de la protéine sHsp 
Lo18 ou « building block » correspond à un dimère. Ce point est important puisqu’il servira de référence 
pour caractériser l’assemblage aux autres pH.  
Parallèlement et simultanément à la topographie en mode PF-QNM, il est possible, comme le montre 




Figure 34 - Profil élastique de sHsp Lo18 à pH 9. 
Le module d’élasticité de la protéine est largement inférieur à celui du substrat, ce résultat donne la 
différence d’élasticité entre le substrat et la protéine qui est ici de l’ordre de 5 MPa. 
2.2. Dissociation / Association par AFM 
2.2.1. Mise en évidence du temps de stabilisation 
La solution mère de protéines sHsp Lo18, à pH 7, est conservée à – 6 °C. Lors de l’étude par AFM, le 
passage à l’état d’oligomérisation de la protéine au pH d’étude n’est pas instantané [108]. Les observations 
à température ambiante montrent qu’avant toute observation d’une organisation d’assemblage de 
dimère, comme le suggèrent les mesures biochimiques, la protéine part d’un état d’agrégat de plusieurs 
unités puis se dissocie en dimères et finalement s’assemble pour former l’oligomère correspondant à son 
état thermodynamique stable au pH d’étude. Des dimensions variables des entités sont observées sur 
l’image topographique AFM de la Figure 35, réalisée moins de 20 minutes après la mise en solution 
tampon à pH 5 de la solution mère et déposées sur le substrat à température ambiante. La solution à pH 5 
est obtenue en diluant la solution mère 1000 fois dans un tampon phosphate à pH 5. Les mesures AFM 




Figure 35 - Mise en évidence de la disparité de taille des agglomérats de la protéine sHsp Lo18 durant le 
processus de dissociation à pH 5. Balayage 800 nm x 800 nm. 
Les agrégats observés ont des diamètres et des hauteurs variables : diamètre de 100 ± 2,2 nm et 
hauteur de 20 ± 0,9 nm pour l’entité numéroté 1 sur l’image AFM, diamètre de 75 ± 1,7 nm et hauteur de 
19 ± 0,7 nm pour l’entité 2, diamètre de 40 ± 1,4 nm et hauteur de 9 ± 0,8 nm pour l’entité 3 et enfin 
diamètre de 30 ± 1,3 nm et hauteur de 5 ± 0,7 nm pour l’entité 4. Cette dernière, comme évoqué au 
paragraphe précédent, correspond au plus petit niveau d’oligomérisation c’est à dire un dimère. Les 
agglomérats sont associés à un empilement de plusieurs dimères correspondant, par exemple, pour 
l’entité 1 à un empilement de 4 par 4 dimères en prenant les dimensions d’un dimère comme référence. 
Pour étayer ce constat, les mesures de différence d’élasticité, enregistrées simultanément à la 
topographie, ont mis en évidence cette évolution en fonction de l’empilement. 
Le mode Peak Force QNM permet de cartographier simultanément la topographie et les différences 
d’élasticité d’un même échantillon. La Figure 36 représente donc la cartographie de la différence 




Figure 36 - Image AFM de la différence d’élasticité de la solution de la protéine sHsp Lo18 à pH 5 durant 
le processus de dissociation (balayage 800 nm x 800 nm). 
L’empilement des protéines apparait alors sur l’image (Figure 36) en contraste négatif, traduisant une 
différence de module de Young négative entre la surface et la protéine. Cela s’explique du fait que le mica, 
matériau solide, a un module de Young de l’ordre de 48 GPa tandis que la protéine, assimilée à un 
matériau mou, a un module de Young pouvant varier de 1MPa à 100 MPa. Dès lors, la différence 
d’élasticité ne peut représenter la différence d’élasticité absolue mais une variation relative du module 
d’élasticité du mica liée à l’effet de la protéine. Aussi, plus le volume de l’agglomérat est grand, plus le 
contraste négatif est prononcé. Ces résultats sont affinés sur les coupes réalisées sur chacune des entités 




Figure 37 – Profil d’élasticité sur différents types d’entités de la protéine sHsp Lo18. Section donnant la 
variation relative du module d’élasticité de chaque entité de la protéine sHsp Lo18 obtenue à partir de 
l’image de la Figure 36. 
Les sections donnent globalement, sur plus de 30 études, pour des entités de type 4 et 3 une variation 
d’élasticité ∆E égale à (– 5,1 ± 0,3) MPa,pour les entités de type 2 une variation d’élasticité ∆E de (– 10,0 ± 
0,4) MPa, et pour les entités de type 1 une variation d’élasticité égale à (-15,0 ± 0,4) MPa. L’évolution de la 
variation d’élasticité ∆E est à comparer à l’évolution de hauteur topographique des agrégats. Ainsi, en 
considérant que les entités de type 4 et 3 correspondent à un empilement uniquement en surface de 
dimères, la variation d’élasticité ∆E induite par la protéine reste faible du fait de la forte proximité avec la 
surface. En revanche pour les entités de type 2 et 1, l’agrégat correspond à un empilement par 
superposition en hauteur de dimères, limitant ainsi l’effet de surface sur la mesure de la variation 
d’élasticité ∆E. Donc, pour les entités de type 2 et 1, et compte tenu des hauteurs mesurées, la variation 
d’élasticité ∆E correspondrait à la superposition en hauteur pour la première entité d’environ 3 dimères et 
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pour la seconde d’une superposition de 4 dimères. Il est à noter qu’entre les deux, la variation d’élasticité 
∆E change de – 5 MPa soit exactement la variation induite par une seule couche de dimères.  
En poursuivant cette analyse en fonction du temps, plus particulièrement en suivant le 
comportement de l’agrégat de 75 nm de diamètre (entité de type 2), il est possible d’observer les 
prémisses d’une dissociation en 6 dimères (Figure 38) pour un temps compris entre 25 et 35 minutes par 
rapport au début de l’étude. La Figure 38 montre à droite l’image topographique 2D de l’échantillon et à 
gauche une reconstruction de l’image topographique AFM en 3D. Sur l’image de droite, il apparait 
nettement six unités de 30 nm de diamètre et 5 nm de hauteur, correspondant à la taille du plus petit 
niveau d’oligomérisation. Il s’agit donc bien de la dissociation d’un agrégat comportant 6 dimères. Cette 
correspondance est quantifiable en dimension puisque l’axe le plus long mesure 90 nm et l’axe le plus 
petit 30 nm, soit une matrice dans le plan de 3 x 2 soit 6 dimères. 
 
 
Figure 38 - Dissociation d'un agrégat en 6 dimères de la protéine sHsp Lo18. 
Il a été constaté au cours des études le passage d’agrégats superposant 3 rangées de 2 dimères à des 
agrégats dans le plan de ces mêmes dimères. La cinétique dans le temps est fonction du type de mica (voir 






2.2.2. Mise en évidence de la dynamique d’oligomérisation et limite de 
résolution temporelle de l’AFM 
Après 45 minutes d’attente, les agrégats seront complètements dissociés comme le montre l’image 
AFM de la Figure 39 (pH 5). 
 
Figure 39 - Analyse AFM de la dissolution complète à pH 5 de protéines sHsp Lo18. Image AFM d’une 
solution de la protéine sHsp Lo18 à pH 5 après 45 minutes. 
Ce résultat est le même quel que soit le pH considéré ; par exemple, à pH 9, une fois la dissociation 
des agrégats effectuée, il ne semble pas y avoir un degré d’oligomérisation supérieur, le seul changement 
observé est la position des dimères en balayant la même zone (temps d’acquisition de l’image complète : 
8 minutes à 2 kHz soit environ 1 nm.s -1). Par contre, pour des solutions à pH 5, il semble apparaitre une 
organisation des dimères en un degré d’oligomérisation supérieur (cercle pointillé sur l’image). Des 
analyses sur des domaines plus restreints de 500 nm x 500 nm ont été réalisées comme ici à proximité 
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d’une des zones marquées en pointillés. La structure ou l’organisation de l’oligomérisation est plus visible 
et correspond au schéma dessiné à côté (Figure 40). 
 
Figure 40 - Mise en évidence de l'oligomérisation de la protéine sHsp Lo18. Evolution de 
l'oligomérisation de la protéine sHsp Lo18. A gauche: image AFM de la protéine sHsp Lo18 à pH 5 (500 
nm x 500 nm de balayage) et à droite: conformation possible (en trait plein dimère présent et en 
pointillé position possible des dimères absents). 
Le problème de résolution temporelle est posé par cette figure. En effet, le schéma associé à l’image 
AFM montre la reconstitution d’un oligomère complet tel qu’il devrait être (à savoir 9 dimères ou 18 sous-
unités selon les mesures biochimiques), en supposant que le début d’organisation de l’oligomère à pH 5 
suit la géométrie en anneau de l’image AFM. Cependant, l’image réelle du multimère avec l’AFM classique 
est incomplète. Les mouvements des dimères sont plus rapides que la vitesse de balayage de l’AFM, 
imposant un effet stroboscopique à condition que le mouvement des dimères dépasse la moitié de la 
vitesse d’acquisition de l’AFM, ce qui implique un « crénelage » de l’observation de l’objet et une 
perturbation du mouvement réel des motifs. 
La dynamique rapide de la protéine sHsp Lo18 limiterait l’utilisation de l’AFM classique. Néanmoins, 
une alternative à la visualisation de la protéine au détriment de la dynamique est une fonctionnalisation 
de surface du mica par des silanes (APTMS - aminopropyltriméthoxysilane) permettant de figer la protéine 




Figure 41 - Mise en évidence d'une ébauche d'oligomérisation par fonctionnalisation du mica à l'APTMS. 
Cette image AFM effectuée à pH 5 permet d’entrevoir la conformation possible de la protéine sHsp 
Lo18 à ce pH. Le mode opératoire pour l’étude de l’échantillon dans ces conditions consiste tout d’abord 
en la fonctionnalisation de la surface de mica avec de l’APTMS, puis dans un tube est préparé la solution 
de protéine sHsp Lo18 à pH 5. Au bout de 45 mn est déposée la solution (dans son état stable à pH 5) sur 
le substrat puis observée à l’AFM. La représentation 3D de la zone encadrée en rouge permet d’une part 
de confirmer que la structure de la conformation de l’oligomère à pH 5 est un anneau constitué de 9 
dimères, d’autre part qu’il y a bien un mouvement des dimères puisque que l’image montre la dynamique 
d’ouverture et fermeture de l’anneau formé par les dimères de sHsp Lo18. Ces images instantanées de la 
protéine sHsp Lo18 s’expliquent par le pontage de la protéine sHsp Lo18 au mica à l’aide d’une 
fonctionnalisation à l’APTMS qui fige instantanément la protéine dans sa conformation et offre la 
possibilité de visualiser soit les différents stades d’oligomérisation, soit les différents mouvements des 
dimères. Les processus de fonctionnalisation sont des traitements complexes et peuvent bloquer la 
dynamique des protéines, point qui sera très largement détaillé dans le chapitre 4. 
L’ensemble de ces résultats montre que l’étude de telles protéines en AFM classique atteint ses 




3. Conformation en fonction du degré d’oligomérisation par HS-
AFM 
Bien que la résolution temporelle ne soit pas satisfaisante en AFM classique, les résultats obtenus sur 
les protéines sHsp Lo18 mettent en évidence des changements conformationnels en fonction du pH. Ces 
changements se traduisent par des structures oligomériques différentes. 
Le mode opératoire, en particulier la préparation des échantillons, étant différent en microscopie HS-
AFM, il est nécessaire de décrire le protocole expérimental utilisé. 
3.1. Protocole expérimental 
3.1.1. Dispositif expérimental 
Le microscope à force atomique haute vitesse HS-AFM s’utilise exclusivement en milieu liquide. Aussi, 
un soin tout particulier est porté sur la décontamination des éléments en contact avec la solution tampon. 
La contamination est essentiellement introduite via la cellule liquide. 
Dans notre cas, la solution est un tampon phosphate au pH désiré (pH 9 à 5), filtrée et stérilisée. 
Quant à la cellule liquide (Figure 42), elle sera nettoyée avec un détergent composé de tensioactifs (dilué à 
1 : 5 dans de l’eau bi-distillée) puis rincée à l’eau bi-distillée et séchée au papier optique. 
 
Figure 42 - Cellule liquide pour microscope HS-AFM. 
La cellule liquide utilise un polymère biocompatible (PEEK : polyétheréthercétone) résistant aux 
agents chimiques, pour une large gamme de pH, et à la chaleur.  
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Un feuillet de mica sous forme de disque de 2 mm de diamètre, découpé avec un perforateur (Figure 
43), puis collé sur le cylindre en verre de 2 mm de diamètre et 3 mm de longueur avec de la colle 
cyanoacrylate (Loctite Super Glue 3, Henkel). Ce cylindre de verre tient lieu et place de support 
d’échantillon pour toutes les expériences. Il est lui-même collé sur le bimorphe piézoélectrique de l’axe z 
au moyen d’un vernis (Tenue & Strong PRO, Maybelline) puis laissé à l’air ambiant pour séchage pendant 
45 minutes. 
 
Figure 43 - Support d'échantillon et perforateur de substrat HS-AFM. 
Le mica utilisé en microscopie HS-AFM, substrat pour l’étude des échantillons biologiques, est 
identique à celui utilisé en AFM classique, à savoir KAL2(Si3Al)O10(OH)2 
[109]. Tout comme précédemment, il 
est utilisé principalement par les facilités à le cliver selon ses plans interatomiques, donnant ainsi une 
surface atomiquement plane. Afin d’éviter toute contamination, la solution biologique doit être déposée 
immédiatement sur le mica fraichement clivé. 
3.1.2. Mise en évidence de la désagrégation de la protéine sHsp Lo18 
De même que les expériences AFM classiques ont montré qu’il fallait attendre un temps de stabilisation 
pour que la protéine sHsp Lo18 s’oligomérise à un pH donné, ce temps est nécessaire en microscopie HS-
AFM. Par exemple, pour un temps compris entre 25 et 35 minutes par rapport à la réalisation de solution 
d’étude au pH désiré, les extraits de vidéos (Figure 44) montrent l’expulsion des dimères des agrégats dus 
à la conservation de protéines sHsp Lo18. Cette dissociation intervient lorsque la solution stock contenue 
à pH 7 est mise à pH 9. Les deux séries d’image sont effectuées à 4 images par seconde avec une taille de 




Figure 44 - Dissociation des protéines sHsp Lo18 observée par microscopie HS-AFM. Dissociation des 
protéines sHsp Lo18, deux dimères se détachent 800 nm x 800 nm de balayage, 4 images par seconde. 
Ces deux séries d’images mettent en évidence une dynamique rapide mais laisse également sous-
entendre qu’un temps de latence estimé à 45 minutes est nécessaire pour qu’il y ait dissociation complète 
des dimères agrégés à cause de la conservation, comme observé en AFM classique. La dynamique de 
dissociation est aléatoire puisqu’un dimère peut être expulsé en un quart de seconde (passage de l’image 
17 à 18 de la Figure 44) ou en 1,25 secondes (passage de l’image 18 à 21 de la Figure 44). 
L’étape de dissociation étant intrinsèquement due à la conservation de la protéine [110], il en ressort 
que les dimères se dissocient pour reformer ultérieurement les structures induites par le pH de la solution. 
L'assemblage des sous-unités n'est donc pas instantané. L’ensemble des résultats présentés par la suite en 
microscopie HS-AFM concernera les observations réalisées après stabilisation des processus au pH 
d’étude, soit environ 45 minutes. 
L’étape suivante est de déterminer la conformation des oligomères de la protéine sHsp Lo18 pour 
chaque pH. 
3.2. Corrélation entre topographie et degré d’oligomérisation 
Cette caractéristique que possèdent les protéines sHsp Lo18 à changer de conformation en fonction 
du pH pour former des structures oligomériques différentes a été vérifiée par de nombreuses mesures 
biochimiques. Par contre, il existe peu d’images de ces structures oligomériques et encore moins réalisées 
dans des conditions physiologiques. Il existe quelques rares clichés de reconstruction 3D de ce genre de 
protéine sHsp, issus de mesures faites par microcopie électronique en transmission (MET).  
 Par exemple, il a été décrit pour une autre protéine sHsp, sHsp 16,5 de Methanococcus jannaschii. 
Ces protéines sHsp 16,5 pouvaient s’organiser en forme d’anneaux de structures multimériques tout 




Figure 45 - Reconstruction 3D de sHsp 16,5 
[98]
. 
Partant de cette hypothèse, l’équipe du Pr. J Guzzo a entrepris des analyses par microscopie MET sur 
des cristaux de protéines sHsp Lo18 à l’Institut de Biologie Structurale de Grenoble. Les résultats, obtenus 
pour la configuration de la protéine sHsp Lo18 à pH 5, présentent une structure en forme d’anneau 
semblable à la structure de la protéine sHsp 16,5 (Figure 46) [98]. La protéine sHsp Lo18 serait donc formée 
à pH 5 de deux anneaux empilés de 8 monomères chacun, soit un multimère de 16 sous-unités. Cette 
configuration serait la plus couramment rencontrée ; cependant, d’autres formes peuvent subsister selon 
les données biochimiques. 
 
Figure 46 - Reconstruction tridimensionnelle des clichés MET de sHsp Lo18. 
3.2.1. Résultats de l’oligomérisation par HS – AFM de pH 9 à pH 5 
A partir des images topographiques, les informations tridimensionnelles et le nombre de sous-unités 
sont reportés afin de comparer le nombre de sous-unités, déterminé par HS-AFM, en fonction du pH aux 
mesures biochimiques et de discuter de l’évolution des tailles. L'étude débute par le plus petit degré 
d'oligomérisation obtenu à pH 9. Ce plus petit niveau d’oligomérisation est appelé building-block. Afin 
d’évaluer la distribution de la protéine sHsp Lo18 au pH d’étude, une analyse statistique des images 
topographiques a été effectuée à partir de plus de 30 expériences différentes pour chaque pH, permettant 
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d’évaluer le nombre de sous-unités majoritaires et la taille de ces entités. La figure 47 présente le 
diagramme issu de ces analyses.  
 
Figure 47 - Distribution de la protéine sHsp Lo18 pour chaque pH. (A) distribution selon le nombre de 
sous-unités (B) distribution selon la taille majoritaire des oligomères. 
Ces diagrammes montrent une bonne concordance avec les analyses biochimiques concernant le 
nombre de sous-unités assemblées en fonction du pH (Figure 49) à condition et dans l'hypothèse que, 
selon les résultats biochimiques, le building-block soit un dimère. Ainsi, les résultats de mesure HS-AFM 
montrent pour les pH 9 et 8 qu'il y a une distribution majoritaire d’entités biologiques de même taille (> 
80%) dont le diamètre est de l’ordre de 30 ± 1,3 nm. Selon la condition évoquée précédemment, cet 
élément de base est donc un dimère (soit 2 sous-unités).  
Il est à noter qu’au-delà de cette population majoritaire, il existe des variations de taille des entités à 
pH 9 et 8, suggérant l’existence de structures monomèriques et trimèriques. Dès lors, en prenant pour 
référence l’entité de base de 30 nm de diamètre, il ressort qu’à pH 7 et 6, une population majoritaire de 
16-mères (soit 16 sous-unités ou 8 dimères) est identifiée sur les images (70% de la population à pH 7 et 
80% à pH 6). A pH 5, une population importante de 18-mer, mais aussi de 16-mères, s'affiche clairement 
(respectivement 55% et 40%). Ces différentes analyses de la distribution extraites des vidéos HS-AFM 
coincident avec la présence majoritaire des 16-mères mise en évidence d’une part par les mesures SEC et 
AUC de pH 7 à 5 et d’autre part par microscopie MET à pH 5.  
 Dans un second temps, les images topographiques permettent de visualiser la conformation 
majoritaire de chaque degré d’oligomérisation qui présente par ailleurs de faibles variations de taille 
comparée au degré d'oligomérisation de la protéine sHsp Lo18 (Figure 47). Ainsi, à pH 9 et 8, la taille d'un 
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dimère correspond à environ 30 nm. Les 16-mères présents à pH 7 ont une taille moyenne de 150 nm 
tandis qu’à pH 6 la taille est de 130 nm. À pH 5, les 18-mères atteignent 170 nm. La Figure 48 montre deux 
images issues de vidéos HS-AFM pour pH 9 (à gauche Figure 48) et pH 5 (à droite Figure 48). Elles 
correspondent à des zones de balayage de 800 x 800 nm. Ces images reflètent la répartition des entités 
majoritaires suivant le pH, ainsi que la conformation structurelle adoptée par la protéine sHsp Lo18 en 
fonction du pH. 
 
Figure 48 - Comparaison des entités à pH 9 et pH 5. Image HS-AFM de sHsp Lo18 avec un balayage de 
800 nm x 800 nm. pH 9 à gauche et pH 5 à droite. 
Les images des Figure 49 A, B, C, D et E montrent les détails des conformations structurelles des 
entités majoritaires de sHsp Lo18 pour chaque pH et sont accompagnées de schémas de la conformation 
associée pour plus de clarté. 
 
Figure 49 - Images HS-AFM des états d'oligomérisation de la protéine sHsp Lo18 à différents pH.Images 
topographiques de la protéine sHsp Lo18 pour chaque pH, balayage de 200 nm x 200 nm. 
A pH 9 et 8 (Figure 49 A et B), les images montrent que l'assemblage des deux sous-unités en dimère 
forme une particule de symétrie sphérique. Une coupe transversale sur ces dimères donne la mesure du 
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diamètre moyen (pris sur plus de 200 entités) égale à 30 ± 1,3 nm et une hauteur associée égale à 5 ± 0,7 
nm. Les mesures effectuées sur les entités de base constituant les oligomères associés à pH 7, 6 et 5 
donnent les mêmes valeurs, démontrant qu’il s’agit bien, pour un état d’oligomérisation supérieur au 
building block, d’un assemblage structuré de ces dimères, cela ayant été analysé pour des valeurs 
statistiques pertinentes. 
A pH 7 (Figure 49 C), les vidéos HS-AFM montrent un état oligomérique constitué de 8 dimères (soit 
16 sous-unités). Cette conformation présente une géométrie annulaire, constituée d'un anneau 
comportant 6 dimères et 2 dimères au centre de la structure. Cette conformation occupe un diamètre de 
l'ordre de 150 ± 5 nm (la hauteur étant celle d'un dimère). A pH 6 (Figure 49 D), l’oligomère est constitué 
de 8 dimères (soit 16 sous-unités) comme au pH 7. Cependant, l’organisation de l’assemblage des 8 
dimères est différente puisque la structure en anneau comprend entièrement les 8 dimères. Dans ce cas, il 
est à noter que l’espace occupé par cette structure annulaire est d’un diamètre de 130 ± 5 nm (la hauteur 
est toujours celle d'un dimère). Pour finir, à pH 5, le processus d'oligomérisation, dans sa conformation 
majoritaire de plus haut degré d’oligomérisation soit 18 sous-unités ou 9 dimères (Figure 49 E), montre 
également une structure en forme d’anneau, comme à pH 6 ; le diamètre de cette structure est alors égal 
à 170 ± 5 nm (avec une hauteur toujours équivalente à un dimère). Ce dernier cas correspond au degré 
d'oligomérisation maximum mesuré pour les protéines sHsp Lo18. Il est important de préciser que les 
résultats sont indépendants de la nature du mica : différents types de mica ont été testés (RIBM - Japon, 
Mica co. - New York, Mica Balzers) et ont donné des résultats similaires. Par ailleurs, le taux de 
recouvrement de la protéine en surface du mica s’avère en accord avec la concentration de la solution, ce 
qui ne serait pas le cas si l'affinité de la protéine avec le substrat différait. Les résultats montrent le degré 
d’oligomérisation de la protéine sHsp Lo18 et non celui d’un effet lié à la nature du substrat. 
Les résultats précédents sont récapitulés dans le Tableau 8 et comparés aux mesures biochimiques, 







Nombre de sous-unités 
Conformation 
Diamètre 
(nm) SEC AUC AFM 
5 17-18 16-21 18 (16-20) 
 
170 
6 17-18 16 16 (14-16) 
 
130 
7 17-18-4 12-15 16 (12-16) 
 
150 
8 2 4-6 2 
 
30 
9 2 2-4 2 
 
30 
Tableau 8 - Résumé des informations obtenues sur la protéine sHsp Lo18 à l’AFM. 
Ces méthodes biochimiques permettent l'estimation de l'état oligomérique de la protéine sHsp Lo18 
[98].  
Deux graphiques compilent toutes les données du tableau :  
• le nombre de sous-unités tiré des données HS-AFM, SEC et AUC en fonction du pH (Figure 50) ; 
• le diamètre en fonction du nombre de sous-unités, issu des résultats au HS-AFM (Figure 51). 
 





Figure 51 - Nombre de sous-unités en fonction du diamètre. 
Les courbes de la Figure 50 montrent une tendance similaire entre les mesures AFM, SEC et AUC de 
l'oligomérisation de la protéine sHsp Lo18. Cette cohérence entre les mesures AFM et biochimiques (faites 
en dehors de toute interaction avec un support physique) est importante puisqu’elle suggère que les 
résultats sont indépendants du substrat utilisé : le mica. 
Pour corroborer ces résultats, plusieurs données sont en faveur de ce constat :  
1. Différents types de mica ont été testés (Japon Mica Co., New York Mica co., mica Balzers, 
mica de I.N. Israelachevili, mica de A. Engel ) et ont donné des résultats similaires.  
2. Par ailleurs, le taux de recouvrement de la protéine en surface du mica est en accord avec la 
concentration de la solution, ce qui ne serait pas le cas si l'affinité de la protéine avec le 
substrat différait. 
Ainsi, les résultats obtenus par HS-AFM montrant le degré d’oligomérisation de la protéine sHsp Lo18 
et sa conformation ont des effets non liés à la nature du substrat mais bien liés aux propriétés 
d’assemblage multimérique de la protéine sHsp Lo18. Ce comportement intrinsèque de la protéine en 
interaction avec une surface est bien entendu fortement lié aux propriétés physico-chimiques de la 
surface, point qui sera développé dans le dernier chapitre. Dans le cas d’une surface de mica, la 
dynamique d'oligomérisation d'association ou de dissociation, observée par HS-AFM, est bien le reflet du 
comportement de la protéine dans son milieu physiologique. Dans ce cas, le microscope HS-AFM permet 
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non seulement de confirmer les données biochimiques sur le degré d’oligomérisation de la protéine mais 
aussi de corréler cet état à une conformation de la protéine, ce que l’on ne pouvait obtenir à l’heure 
actuelle (Figure 51). Ainsi l’augmentation en diamètre (losanges sur le graphique) est corrélée avec le 
niveau d’oligomérisation (carrés sur le graphique). 
3.2.2. Réversibilité du processus d’association - dissociation de la protéine 
sHsp Lo18 en fonction du pH 
Les conditions environnementales peuvent fréquemment imposer aux entités biologiques des 
changements de pH. Aussi, compte tenu des changements de conformation clairement identifiables de la 
protéine sHsp Lo18 en fonction du pH, il est possible en microscopie HS-AFM de faire le suivi dynamique 
de l’association des dimères mais également de vérifier la réversibilité d’une telle transformation. En vue 
de créer ces conditions in vitro, il est nécessaire de pouvoir modifier le pH de la solution durant 
l’expérience.  
Dispositif expérimental. 
Sur le microscope HS–AFM a été installé un système de pousse seringue (Figure 52 et Figure 53) pour 
changer le pH de la cellule liquide lors de l’expérience (Harvard Apparatus Syringue Pump 11 Elite) en 
utilisant deux seringues Hamilton de 500 µL, l’une pour l'injection et l'autre pour l’éjection. Ce système a 
été développé au sein du laboratoire en effectuant une adaptation mécanique du système commercial 
(conception réalisée à partir du logiciel Autocad Autodesk Inventor et fabriquée par l’Atelier de 
mécanique AMON – ICB). Ces pièces mécaniques consistent en un module pour maintenir la seringue pour 




Figure 52 - Positionnement des seringues sur le HS-AFM. 
 
Figure 53 - Montage complet du système de transfert de milieu. 
Mesures de la dynamique d’assemblage et de dissociation de la protéine sHsp Lo18 en fonction du 
pH. 
Les interactions sont à la base de la structure quaternaire des protéines et représentent l'un des 
niveaux les plus subtils de l'organisation structurelle des molécules biologiques.  
Toutes ces interactions ne sont pas fondées sur de solides liaisons covalentes, mais sur un ensemble 
de liaisons faibles pouvant unir deux chaines polypeptidiques [112].  
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En effet, les complexes biologiques sont capables de s’associer via plusieurs types de liaisons faibles: 
les forces électrostatiques, les forces de Van der Waals, les liaisons hydrogène et les liaisons hydrophobes. 
Ces types de liaisons nécessitent un rapprochement des entités de par leur faible portée et sont 
principalement résultantes des propriétés chimiques, électriques et géométriques des biomolécules. 
Contrairement aux liaisons covalentes, les liaisons faibles permettent une grande flexibilité et plasticité 
des macromolécules. 
Les interactions qui stabilisent les structures tridimensionnelles des protéines sont: 
• Les interactions électrostatiques, mettant en interaction les ensembles dipôle - dipôle et les 
ponts salins. Les ponts salins correspondent aux interactions entre les régions chargées découlant 
des lois de l’électrostatique. A pH physiologique, les résidus chargés positivement sont les lysines, 
les arginines, certaines histidines et l’extrémité N-terminale de la chaine polypeptidique. Les 
résidus chargés négativement sont les aspartates, les glutamates et l’extrémité C-terminale. 
• Les forces de Van der Waals correspondant aux interactions électriques de faible intensité entre 
molécules. Ces forces comprennent différentes composantes : une composante attractive (effet 
de dispersion de London) et une composante répulsive à très courte portée. L'énergie de liaison 
n'est que de 1 kcal.mol-1 pour des atomes distants de 3-4 Å mais, grâce à leur grand nombre, ces 
interactions jouent un rôle important dans la stabilisation des complexes et favorisent leur 
compactage. 
• Les liaisons hydrogène résultant de l’interaction électrostatique entre un atome d’hydrogène (H), 
lié par covalence à un atome électronégatif (O, N, S), et un deuxième atome électronégatif 
possédant une paire d’électrons non partagée. Les liaisons hydrogène sont plus fortes que les 
liaisons de Van der Waals, leur énergie est estimée entre 3 et 9 kcal.mol-1. Les acides aminés 
polaires (asparagine, cystéine, glutamine, sérine, thréonine et tyrosine) peuvent former des 
liaisons hydrogène entre eux. 
• Les interactions hydrophobes tendant à rapprocher les molécules non polaires de manière à 
limiter les contacts avec l’eau. Cet effet est défini comme l’énergie associée au transfert d’une 
surface hydrophobe d’un milieu aqueux vers l’intérieur d’une protéine. Cela induit des variations 
d’énergie dues aux changements des interactions de Van der Waals subis par les groupements 
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hydrophobes, mais aussi aux variations d’énergie libre associées à la restructuration de l’eau. 
L’énergie de transfert vers l’intérieur de la protéine du milieu aqueux est de l’ordre de -25 
kcal.mol-1 par Å2. Les acides aminés hydrophobes (alanine, isoleucine, leucine, méthionine, 
phénylalanine, proline, tryptophane et valine) ont des chaines latérales non chargées et non 
polaires. Comme pour les interactions de Van der Waals, les effets hydrophobes sont 
responsables du compactage très dense à l’interface au sein des assemblages macromoléculaires. 
Ces liaisons de faible énergie, sont d'une importance capitale pour les processus biologiques, en ce 
sens qu’elles permettent le maintien de l'état oligomérique des macromolécules, et inversement, sont 
assez faibles pour se défaire et donner la souplesse et la dynamique nécessaires aux protéines sHsp [113]. 
Ces liaisons sont à l’origine des conformations observées pour la protéine sHsp Lo18 de pH 7 à pH 5. En 
effet, à ces faibles valeurs de pH, la concentration en ions H3O
++ est majoritaire, ce qui implique une forte 
augmentation des tensions ioniques. Ces tensions augmentent les interactions hydrophobes entre les 
protéines lors de leur dénaturation et provoquent une agrégation plus rapide. De nombreux travaux 
montrent pour une petite protéine globulaire, la BPTI (Bovine pancreatic trypsin inhibitor), que le pH acide 
favorise les hauts niveaux d'oligomérisation tandis que les pH basiques favorisent l'oligomérisation de 
petite taille [114]. Grâce au microscope HS-AFM, il est possible d'accéder à cette dynamique 
d’oligomérisation, non observable en AFM classique en raison d’une vitesse d'acquisition d'image 
(plusieurs minutes par image) trop lente. La série d’images (Figure 54) montre les dernières secondes de 
l'assemblage d’un multimère de la protéine sHsp Lo18 à pH 5 lorsque la solution initiale était à pH 9. Le 
passage de pH 9 à pH 5 était effectué au moyen du système d’injection décrit précédemment en quelques 
minutes, de sorte que seul l’état initial (pH 9) et l’état final (pH 5) soient des états stables observables 
dans leur conformation initiale et finale. 
Ainsi la formation finale de la structure en anneau a lieu en approximativement 80 s. 
Cette expérience a été répétée. 
Les durées de passage entre les deux états stables étaient voisines de la valeur indiquée dans le texte 




Figure 54 - Dynamique d'oligomérisation de sHsp Lo18 en passant de pH 9 à pH 5. Images enregistrées à 
une vitesse de balayage de 4 images/s et pour un balayage de 300 nm x 300 nm. Les flèches indiquent 
les dimères progressant dans le processus d'oligomérisation. La série d'images met en évidence le 
processus complet d'oligomérisation effectué en moins de 80 s. 
Ce phénomène est réversible, comme le montre la Figure 55, en passant donc de pH 5 à pH 9 dans le 
même temps que précédemment.  
 
Figure 55 - Dynamique de dissociation de sHsp Lo18 en passant de pH 5 à pH 9. Balayage de 300 nm x 
300 nm, 4 images/s. Les images montrent que le processus d’oligomérisation est entièrement réversible 
et s’effectue en un temps de l’ordre de 83 s. 
Le processus de dissociation s’amorce rapidement puisque dès 1,5 s (Figure 55 passage de l’image 71 
à 77), un dimère se sépare puis deux autres à l’image 153 pour finir avec seulement trois dimères présents 
dans la zone de balayage à l’image 404. Le passage de pH 5 à pH 9 déstabilise les interactions 
électrostatiques présentes sous la forme 16-mères. Le processus est entièrement réversible puisque non 
seulement les dimères redeviennent indépendants les uns des autres mais ils retrouvent une mobilité 
identique à ce qu’elle était au départ.  
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D'un point de vue physique, les interactions attractives entre dipôles transitoires (formé par les 
électrons d'un atome et du noyau d'un autre atome) sont l'essence même de l'effet hydrophobe [115]. La 
distribution des régions hydrophobes aux interfaces est considérée comme ressemblant à son centre avec 
une région périphérique hydrophile et une région centrale hydrophobe: les liaisons hydrophobes 
expliquent la conformation en anneau à pH 7, 6 et 5. 
4. Dynamique de mouvement des dimères en fonction du pH – 
Cas particulier à pH 7 
Les paragraphes précédents ont permis de mettre en évidence le changement conformationnel de la 
protéine sHsp Lo18 suivant le pH mais également la dynamique au niveau de la dissociation et de 
l’association. La dynamique de cette protéine ne se cantonne pas seulement à ces processus. En effet, 
pour chaque pH, les dimères de la protéine sHsp Lo18 possèdent une agitation / mouvement / trajectoire 
propre, tant pour les pH 9 et 8 où la protéine sHsp Lo18 est isolée sous forme dimèrique que pour les pH 
7, 6 et 5 où la protéine sHsp Lo18 est sous forme d’anneau. Cette activité propre des dimères, et ce quelle 
que soit la conformation au pH associé, est certainement à relier aux études biochimiques de l’activité de 
la protéine sHsp Lo18. En effet, il a été montré que cette protéine possède une activité de chaperon [98], 
activité optimale à pH 7 mais également à pH 6 dans une moindre mesure, par contre inexistante à pH 5. Il 
est donc intéressant d’étudier si ces particularités de comportement de la protéine sHsp Lo18 au pH 7 et 
pH 6 et entre pH 7 et pH 6 sont perceptibles à travers l’étude dynamique des mouvements des dimères en 
microscopie HS-AFM.  
4.1. Particularité du comportement de l’oligomère à pH 7 
L’étude de la protéine sHsp Lo18 à pH 7 a mis en évidence plusieurs conformations possibles pour ce 
pH. Cette instabilité conformationnelle permet un réarrangement des dimères et est peut être un 
paramètre expliquant l'activité chaperonne optimale de la protéine par rapport au pH 6. Par exemple, 
certaines différences entre pH 7 et pH 6 apparaissent déjà sur la Figure 51, où le diamètre à pH 7 est 
supérieur à celui de pH 6, bien que le nombre de sous-unités soit presque identique dans les deux cas. 
L'explication de cette évolution en diamètre est due au changement de conformation possible à pH 7 de la 
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protéine sHsp Lo18 et qui n’existe pas à pH 6. En effet, à pH 7, les images topographiques (Figure 56) 
montrent les trois conformations possibles : un anneau de 6 dimères (12 sous-unités) pouvant contenir en 
son centre deux dimères, un dimère ou être vide (Figure 56). 
 
Figure 56 - Mise en évidence des trois conformations possibles de la protéine sHsp Lo18 à pH 7, 
balayage de 200 nm x 200 nm. 
Ainsi, quelle que soit la conformation, le diamètre de l'anneau reste le même, qu'il intègre un, deux 
ou aucun dimère. L'augmentation du diamètre à pH 7 par rapport à pH 6 s‘explique par l’encombrement 
imposé par l’occupation centrale des dimères et cette capacité de la structure annulaire à accueillir ou pas 
un ou deux dimères. Ce constat est confirmé par les diagrammes (Figure 57) montrant une très faible 
évolution du diamètre, même si il y a une augmentation de 12 sous-unités à 16 sous-unités de la protéine 
oligomérique. 
 
Figure 57 - Distribution à pH 7 de la protéine sHsp Lo18 en fonction du diamètre (A) et du nombre de 
sous-unités (B). 
Par ailleurs, comme cela a déjà été évoqué, l’assemblage 16-mères est la conformation la plus 
communément rencontrée à pH 7 ; cette forme est probablement plus stable à cause de la nécessité 




Le cas du pH 7 a fait l’objet de nombreuses études, il en est ressorti de nombreuses séquences vidéos 
montrant une capacité indiscutable de la protéine à associer et dissocier des dimères pour ce pH. Par 
exemple, la Figure 58 présente quatre séquences vidéo illustrant chacune des trois conformations 





Figure 58 - Mise en évidence de l'instabilité de sHsp Lo18 à pH 7 via quatre séries d'images, fichier vidéo, 
de haut en bas : 1427, 1428, 1428 et 1429, 4 images par seconde, 200 nm x 200 nm de balayage. 
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La première série d’images (vidéo 1427.asd) présente la conformation en 12-mères ou anneau de 6 
dimères, et montre l’association / dissociation de la couronne des 6 dimères. Cette observation confirme 
l’hypothèse précédente ; en effet, l’absence d’entités au centre de l’anneau favorise l’instabilité de la 
conformation. 
La seconde série d’images (vidéo 1428.asd) expose la conformation avec un dimère au centre de 
l’anneau de 6 dimères. La conformation semble stable jusqu’à l’image 844 où un dimère formant l’anneau 
se détache et ne réintègre pas la structure. 
La troisième série d’images (vidéo 1428.asd) montre la mise en place de la structure d’un anneau de 6 
dimères. Tout d’abord, un dimère est présent au centre sur l’image 1266, puis deux sur la 1269 ; l’image 
1278 fait apparaitre la structure complète. Enfin, à partir de l’image 1284, un dimère du centre commence 
à s’éloigner pour disparaitre sur l’image 1291. 
La quatrième série d’images (vidéo 1429.asd) met en évidence la stabilité de la structure avec 6 
dimères en couronne et deux dimères au centre puisque la structure en 16-mères non complète est 
instable. Il est aisé de constater la disparition d’un dimère de l’anneau sur l’image 82 et sa réapparition sur 
l’image 155, un autre dimère disparait sur l’image 197 pour finir avec une couronne de 4 dimères et 2 
dimères au centre sur l’image 214. 
L’instabilité des conformations ne s’explique pas seulement structurellement mais aussi par la 
dynamique des mouvements des dimères assemblés en multimères. 
4.2. Analyse des mouvements des dimères 
Il a été montré dans le cas de la dynamique des oligomères que dans certaines conditions de milieu, la 
stabilité globale apparente du degré d’oligomérisation est le lieu d’échanges dynamiques intensifs entre 
sous-unités, échanges constants et rapides. Ces mécanismes ont été étudiés avec différentes sHsp 
[116,117,118,119,120]. Plus encore, des hypothèses sur l’activité des protéines sHsp associent l’activation des 
oligomères avec un phénomène de dissociation des oligomères en dimères comme dans le cas de Hsp26 
[19]. Ces études démontrent que l’activité des protéines sHsp est liée à la fois à un niveau élevé de degré 
d’oligomérisation et à une dynamique des oligomères par l’intermédiaire des dimères. En d’autres termes, 
ce n’est pas les dimères qui donnent l’activité, ni même la seule dissociation de l’oligomère en dimère, 
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mais la fonction associée à la conformation élevée du degré d’oligomérisation et la dynamique des 
oligomères [121]. 
Dans ce contexte, il semble que le comportement de la protéine sHsp Lo18 à pH 7 soit cohérent avec 
ces hypothèses, c’est-à-dire un haut niveau d’oligomérisation et une grande dynamique, justifiant alors 
son activité chaperonne. Par contre, cette conclusion est moins évidente dans le cas de pH 6, où il est 
démontré que cette activité subsiste alors qu’elle est absente à pH 5 malgré un haut niveau d’organisation 
oligomérique. Aussi, il est indispensable d’effectuer une analyse plus fine sur les mouvements des dimères 
en fonction du pH. 
Pour cela, une analyse des données des mouvements des entités est effectuée à chaque pH à l’aide 
d’un programme d’analyse de trajectoires. Toutes les images, extraites des différents films, ont été 
corrigées (tilt en x et y, atténuation des lignes de bruits…) par un programme réalisé par le Centre de 
Biochimie Structural de Montpellier - Dr. P.E. Milhiet (Figure 59). 
 
Figure 59 - Interface du logiciel CBS High-Speed. 
Ensuite, le programme d’analyse des trajectoires est utilisé afin de suivre le barycentre de chaque 
entité localisée, image par image. Ainsi, la trajectoire du barycentre de toutes les entités biologiques est 
obtenue et schématisée par l'enveloppe de déplacement de ces entités ainsi que leurs vitesses de 
mouvement. 
Par exemple, en considérant deux séries d’images de pH 9 (Figure 60) et pH 5 (Figure 61), l’analyse 




Figure 60 - Mise en évidence de la vibration des dimères à pH 9, 4 images par seconde, balayage de 800 
nm x 800 nm. 
La trajectoire des dimères peut ainsi être suivie, montrant dans ce cas des déplacements de grande 
amplitude à une vitesse de 600 nm.s-1.  
 
Figure 61 - Mise en évidence de la vibration des dimères à pH 5, 4 images par seconde, balayage de 200 
nm x 200 nm. 
A pH 5, l’analyse des mouvements des 9 dimères de l’anneau présente une grande stabilité avec un 
faible échange dynamique entre sous-unités puisque les mouvements des dimères atteignent 60 nm.s-1.  
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La Figure 62 montre l'analyse des mouvements oligomériques pour chaque pH, représentant leurs 
trajectoires ou vibrations pour des déplacements de faibles amplitudes. L’enveloppe est obtenue en 
prenant pour élément de base un dimère de 30 nm de diamètre. Ensuite, par recoupement de ces 
éléments de base à partir de l'analyse de la trajectoire du barycentre, une enveloppe globale peut être 
schématisée. Ces informations combinées permettent de déterminer les mouvements et les vitesses 
maximales de déplacement de chaque dimère pour chaque pH (Figure 62). 
 
Figure 62 – Représentation de la mobilité des dimères en fonction du pH, acquisition à 4 images par 
seconde avec un balayage de 500 nm. 
Dans le cas de pH 9, chaque dimère montre une trajectoire individuelle sans interaction avec une 
autre sous-unité pouvant atteindre une vitesse de 600 nm.s-1 à pH 9 (Figure 62 A). Les déplacements sont 
matérialisés par les lignes noires et le cercle orange (enveloppe du dimère). Les résultats sont identiques 
pour pH 8 (Figure 62 B). A pH 7, les 6 dimères formant l'anneau ont des mouvements de faibles 
amplitudes, entre 10 nm et 20 nm, tandis que les dimères au centre peuvent avoir des mouvements de 
plus grande amplitude allant jusqu’à 100 nm. Les résultats montrent les changements de conformation 
pour ce pH, en l’occurrence cette capacité de dissociation vue précédemment. Ainsi, lorsque le dimère n°8 
(Figure 62 C) sort de la conformation, le dimère n°7 se déplace vers le centre de l'anneau. L’analyse des 
dimères de l’anneau montre par ailleurs une dynamique d’échange entre sous-unité, représentée par 
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l’enveloppe associée à des déplacements de faible amplitude mais avec une vitesse relativement rapide 
de l’ordre de 80 nm.s-1. 
A pH 6 (Figure 62 D), seule la mobilité des 8 dimères de l’anneau est à analyser. Tout comme pour pH 
7, ces dimères de la couronne ont un mouvement réduit en amplitude de 10 nm à 20 nm, lié à la cohésion 
entre dimères. Néanmoins, cette stabilité apparente est le centre d’échange entre sous-unités, représenté 
par les enveloppes de déplacement des dimères (au final en quasi contact), ces échanges étant tous 
comme dans le cas pH 7 relativement rapides (80 nm.s-1).  
Enfin, à pH 5 (Figure 62 E), la mobilité des 9 dimères, de faible amplitude également (là encore entre 
10 nm et 20 nm), présente cette fois une nette diminution de dynamique d’échange entre sous-unités 
puisque leur vitesse n’est plus que de 63 nm.s-1. Cette atténuation de dynamique peut s’expliquer du fait 
que les répulsions électrostatiques protéine-protéine sont minimisées au point isoélectrique, 
correspondant à pH 5,1 pour la protéine sHsp Lo18. Les répulsions électrostatiques permettent également 
des agencements avec des densités plus élevées [122]. Aussi, il est possible pour ce pH de trouver des 
conformations à 18-mères voire 20-mères avec une forte cohésion entre dimères, ce qui réduit donc la 
dynamique d’échange entre sous-unités. 
 Cette analyse montre finalement différentes dynamiques de mouvement des oligomères pour pH 
9 (ou pH 8) et pH 7, 6 et 5. Dans le cas des pH 9 ou 8, il n’y a pas de cohésion entre les dimères, liée à des 
interactions hydrophobes : les dimères restent indépendants. Ils possèdent, du fait de leurs non 
interdépendance, la capacité d’avoir des trajectoires de grande amplitude, aléatoires et rapides (600 nm.s-
1). Par contre, de pH 7 à pH 5, l’organisation des dimères est visible et montre qu'il y a une cohésion entre 
dimères ou sous-unité, formant des structures en anneaux et liées à la présence d'interactions de Van der 
Waals entre les résidus hydrophobes. Cette association est la principale origine dans la stabilisation de 
l'association des protéines. Les interactions d'un dimère à l'autre, au niveau des interfaces mises en 
œuvre, entrainent un effet de contrainte qui modifie la structure et donc les propriétés fonctionnelles de 
l'autre dimère. Ainsi, le mouvement des dimères est réduit à 10-20 nm, à l’origine de structure plus stable. 
Néanmoins, si les amplitudes de mouvement sont identiques, les vitesses de dynamique d’échange entre 
sous-unités sont différentes, montrant des vitesses d’échange plus rapides à pH 7 et 6 qu’à pH 5. Ces 
similitudes entre pH 7 et 6 et différences avec pH 5 sous-tendent l'activité chaperonne de la protéine sHsp 
Lo18 à pH 7 et 6. La non-existence d’activité chaperonne de la protéine sHsp Lo18 à pH 5 proviendrait de 
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la grande stabilité entre sous-unités liée à leur manque de dynamique d’échange. De plus, ces résultats 
expliquent en partie les différences de diamètre de l'anneau entre pH 7 et 6. A pH 7, le centre de l’anneau 
doit être plus hydrophobe de manière à accepter un ou deux dimères, tout en laissant à ces dimères une 
amplitude de mouvement supérieure à ceux de l’anneau. Ces dimères peuvent quitter la structure, 
permettant l’interaction probable avec d’autres protéines. Cette capacité d’associer ou de dissocier induit 
que le diamètre de l’anneau à pH 7 soit plus grand qu’à pH 6, et est certainement à l'origine de la forte 
activité constatée de la protéine sHsp Lo18 à ce pH. 
5. Synthèse 
Pour la première fois, la conformation de la protéine sHsp Lo18 a été imagée in vitro par microscopie 
à force atomique classique et à haute vitesse. Ces études révèlent le potentiel du microscope HS-AFM 
dans le suivi de la conformation et la dynamique des protéines. En accord avec les études biochimiques 
sur la protéine sHsp Lo18, les images topographiques AFM et HS-AFM montrent une modification du 
degré d'oligomérisation selon le pH. La cinétique d'assemblage a été mesurée par microscopie HS-AFM 
sans que la sonde ne perturbe les dynamiques. Ainsi, il est possible d'étudier et de suivre en continu le 
changement de conformation de pH basique à pH acide. L’agencement des dimères pour chaque pH est 
désormais connu et les interactions de Van der Waals entre les résidus hydrophobes sont au centre des 
modifications de l’oligomérisation suivant le pH. Une analyse de la dynamique des sous-unités montre des 
variations de la vitesse d’échange entre dimères. L'organisation de la protéine sHsp Lo18 en 16-mères 
semble essentielle à leur activité en dehors du point isoélectrique, soit autour de pH 5 pour sHsp Lo18. Par 
ailleurs, des travaux ont montré que le « building block » ou dimère peut se dissocier et se réassocier, 
ouvrant la possibilité de chaperonner [123]. Des échanges rapides peuvent ainsi se produire dans des 
conditions physiologiques. Les analyses des images HS-AFM ont permis de vérifier qu’au-delà du degré 
élevé d'oligomérisation, la dynamique de chaque dimère fluctue suivant le pH conformément à l’activité 
chaperon de la protéine sHsp Lo18.  
Les perspectives de ces résultats sont d’observer l'activité de chaperon moléculaire des protéines 
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Comme évoqué précédemment, les protéines de type sHsp peuvent présenter une activité de chaperon, 
activité semble-t-il associée au degré d’oligomérisation de la protéine. Dans cette activité de chaperon, les 
protéines sHsp peuvent interagir sur différents types de substrat. Aussi, c’est l’activité de chaperon 
moléculaire, consistant en la stabilisation de substrats protéiques, qui est la plus décrite dans de 
nombreuses mises en situation de stress. Plus récemment [95,96,97,124,125,126,127] il a été mis en évidence pour 
certaines sHsp une autre activité, celle de lipochaperon, consistant en la stabilisation de substrats 
lipidiques. 
Quelles que soient ces activités de chaperon, elles sont régies par des processus de dynamique 
moléculaire activés par des agents de stress, que devrait permettre de suivre le microscope HS-AFM.  
Ce chapitre propose l’étude de ces processus en utilisant comme modèle la protéine sHsp Lo18.  
Dans un premier temps, l’activité de chaperon moléculaire de la protéine sHsp Lo18 sera étudiée, 
c’est-à-dire sa capacité à lutter contre la dénaturation et l’agrégation de protéines. Les stress à l’origine de 
l’activité chaperon peuvent être de différentes natures : thermique ou chimique. Suite à des tests 
infructueux au niveau du stress thermique, seules les résultats associés à un stress chimique seront 
présentés. Les protéines modèles utilisées comme agent stressé seront la citrate synthase et la protéine 
BSA (Bovin Serum Albumin). 
Dans un second temps, les résultats concernant l’activité de lipochaperon de la protéine sHsp Lo18 
seront présentés. Rappelons que cette protéine sHsp Lo18 intervient dans le mécanisme de résistance de 
la bactérie lactique Oenococcus oeni lors des processus de fermentation malolactique du vin. En 
particulier, un agent de stress chimique se trouve être l’éthanol qui est à l’origine de la fluidification de la 


































1. Etude de l’activité chaperonne protéine / protéine 
La protéine sHsp Lo18 possède une activité de chaperon ATP-indépendante : son association avec une 
protéine en cours de dénaturation permet de la protéger et de ralentir son agrégation avec d’autres 
protéines [18]. Il a été démontré que la protéine sHsp Lo18 exerce son activité chaperon moléculaire 
lorsqu’elle est sous forme multimérique. Or le degré d’oligomérisation varie en fonction du pH, passant 
d’un dimère en pH basique pour se retrouver sous forme multimérique au pH acide [128] (comme évoqué 
au chapitre précédent). Aussi l’activité de chaperon moléculaire de la protéine sHsp Lo18 a été mise en 
évidence en prenant la protéine à un haut degré d’oligomérisation et en utilisant deux voies de stress : 
thermique et chimique.   
Comme les protéines sHsp ont pour particularité ne de pas posséder de réelle spécificité de substrat 
mais de reconnaitre tous types de protéines en cours d’agrégation, une première série de test est effectué 
sur la citrate synthase et une seconde sur la protéine BSA. 
1.1. Stress thermique – Citrate Synthase 
La citrate synthase existe dans presque toutes les cellules vivantes et se présente sous forme d’un 
enzyme rythmant la première étape du cycle de Krebs [129]. Cet enzyme est localisé à l'intérieur des cellules 
eucaryotes, dans la matrice mitochondriale. Aussi, la citrate synthase est couramment utilisée comme 
marqueur enzymatique quantitatif de la présence des mitochondries intactes. 
1.1.1. Structure et synthèse de la citrate synthase 
La protéine de citrate synthase contient 437 acides aminés organisés en deux sous-unités principales, 
chacune composée de 20 hélices alpha. Ces hélices alpha présentent 75% de la structure tertiaire de la 
citrate synthase Les résidus restants sont composés de structures irrégulières et un seul feuillet bêta de 13 
résidus. Le site actif se situe entre les deux sous-unités où deux sites de liaison sont présents: l'un réservé 
pour le citrate ou l'oxaloacétate et l'autre pour le coenzyme A. Le site actif contient trois résidus clés: 
His274, His320 et Asp375, très sélectifs dans leurs interactions avec les substrats. 
Une suspension de sulfate d'ammonium contenant la citrate synthase (Sigma) a été dialysée dans un 
tampon TE (50 mM de Tris HCl, EDTA 2 mM à pH 8) et concentrée à environ 17 mg.mL-1 à 4 °C. La solution 
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est ensuite centrifugée à 14000 rpm pendant 30 min à 4 ° C afin d’enlever la protéine précipitée. La 
concentration exacte du surnageant est de 30 µM ; cette solution de citrate synthase est aliquotée et 
conservée à -20 ° C. Il est connu que la citrate synthase, pour une concentration de 300 nM, est 
thermiquement dénaturée dans 50 mM de tampon phosphate pH 5,pH 6, pH 7, pH 8 ou pH 9 à 45 °C. 
La protéine sHsp Lo18 possède une activité chaperon permettant de protéger la citrate synthase (CS) 
de l'agrégation thermique [96]. Lorsqu'elle est chauffée à 45 °C, la citrate synthase commence alors à 
former des agrégats insolubles. L'agrégation thermique est également dépendante du pH [130]. Les 
expérimentations biochimiques ont mis en évidence une agrégation rapide pour les pH alcalins (pH 8 et 
pH 9). A pH 5, les mesures montrent que la protéine sHsp Lo18 ne protège pas ou peu la citrate synthase 
de l’agrégation tandis qu’à pH 6 et 7 est obtenu l’optimum de protection contre la dénaturation de la 
protéine (Figure 63). 
 
Figure 63 - Activité chaperonne de sHsp Lo18 pour les pH 5, 6 et 7. La diffusion de la lumière à 360 nm 
correspondant à l'agrégation thermique de la citrate synthase à 45 ° C, enregistrée en fonction du temps 
en l'absence (symboles fermés) ou de la présence (symboles ouverts) de la protéine sHsp Lo18 
[98]
. 
1.1.2. Mesure du stress thermique par HS-AFM 
Pour mettre en évidence l’agrégation thermique par microscopie HS–AFM, il est nécessaire de 
concevoir et de réaliser un module chauffant adapté au faible volume disponible de la cellule liquide du 




Figure 64 - Montage du module chauffant pour HS – AFM. 
L’ensemble de la cellule chauffante est composé d’un élément chauffant en nichrome 
(particulièrement résistif) alimenté par un générateur courant tension (Voltcraft – LSP1403), et d’un 
thermocouple afin de contrôler la température dans la cellule. La courbe de température en fonction de la 
puissance est linéaire et peut atteindre les 45°C souhaités (Figure 65). 
 
Figure 65 - Cinétique de montée en température. 
La citrate synthase est étudiée à une concentration de 0,3 g.L-1 dans un volume de 100 µL avec les 
leviers High speed (k = 0,2 N.m-1; f = 1,5 MHz). Les résultats présentés sont ceux obtenus à deux 




Figure 66 - Topographie d'une citrate synthase, diamètre moyen de 30 nm et hauteur moyenne de 2nm. 
Comme le montre la coupe topographique précédente (Figure 66), à température ambiante et à pH 7 
la citrate synthase est présente sous forme d’entité indépendante et mobile d’environ 30 nm de diamètre 
pour une hauteur relative de 2 nm. 
 
 
Figure 67 - Mise en évidence de l'agrégation de la citrate synthase, 23,7 °C en haut et 45,1 °C en bas par 




La Figure 67 présente une image HS-AFM de la protéine CS à température ambiante (23,7 °C) ainsi 
qu’une analyse de la mobilité de la protéine à cette température. Dans ces conditions, la protéine 
recouvre le mica de façon homogène, sans agrégation, tout en possédant une mobilité allant jusqu’à 400 
nm.s-1 (valeur moyenne réalisée à partir de l’analyse de mouvements d’une dizaine de protéines sur dix 
expériences, prises sur l’image). 
Dans le cas de la Figure 67 inférieure, la température d’étude est de 45,1°C. L’agrégation des 
protéines est très nette avec l’apparition « d’ilots » correspondants à la mise en contact de citrate 
synthase conduisant à l’agrégation. Cette agrégation est liée au fait de l’altération et donc de la 
modification de la structure tertiaire des protéines, en exposant en surface les régions hydrophobes 
normalement repliées à l’intérieur de la structure protéique. En conséquence, il y a augmentation de 
l’affinité non spécifique des protéines altérées entre elles, conduisant au phénomène observé. Par 
ailleurs, l’analyse des mouvements de ces agrégats montre une mobilité largement réduite de l’ordre de 
100 nm.s-1.  
Une seconde série d’expériences d’agrégation a été réalisée avec des solutions de citrate synthase 
plus diluée, égale à 0,003 g.L-1. Ceci a permis de montrer qu’à une température de 45,1°C, l’enzyme 
s’agrégeait par bloc de quatre entités (Figure 68). Des sections effectuées à partir de l’image 
topographique (200 nm x 200 nm) montrent bien que l’agrégat est composé de quatre sous-unités de 
mêmes diamètre et hauteur [131]. 
 
Figure 68 - Processus d'agrégation de la citrate synthase au HS-AFM. Balayage de 200 nm x 200 nm. 
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Il est utile de préciser qu’il n’est pas possible de suivre correctement la cinétique complète 
d’agrégation. En effet, la sensibilité thermique des leviers AFM est bien connue [132,133,134,135] et associée à 
la structure en bilame du levier : une couche Au d'épaisseur ta (pour la réflexion de la diode laser et la 
régulation AFM) déposée sur une couche d’accroche en Cr (2 nm d’épaisseur négligeable) sur le levier en 
Si3N4 d'épaisseur ts. Il apparait un effet bimétallique se traduisant par une déflexion supplémentaire z sous 
l'action de la température, liée aux coefficients d'expansion thermique des matériaux. L'effet est 
représenté par l'équation suivante [136,137]: 









où αa et αs sont les coefficients de dilatation des deux matériaux respectivement Au et Si3N4, L la longueur 
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où Ea et Es sont respectivement les modules de Young de Au et Si3N4. 
Les changements de température entrainent également des évolutions des propriétés mécaniques 
des matériaux (en particulier par variation de la valeur des modules de Young de Au et Si3N4) et donc 





où t désigne l'épaisseur du levier, w sa largeur et E le module de Young effectif du levier bicouche qui 












Ces relations indiquent que la constante de raideur du levier varie en fonction de la température.  
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Aussi, il est possible d’évaluer cette déflexion en fonction de la température. Par exemple, la Figure 
69 montre la calibration d’un levier DNP-S (k = 0,06 N.m-1) obtenue par un module chauffant AFM (Heater 
controller AFM, Veeco Co.) qui contrôle à la fois la température en surface et la température du levier 
AFM.  
 
Figure 69 - Déflexion contrôlée d’un levier en fonction de la température. 
Il est donc quasi-impossible de rendre compte de la dynamique d’agrégation des citrates synthase 
dans ces conditions expérimentales. De même, il n’a pas été possible de mettre en évidence l’activité 
protectrice de la protéine sHsp Lo18 et de voir son interaction avec la protéine. 
La voie chimique semblait être la meilleure façon de démontrer l’activité de chaperon moléculaire de 
la protéine sHsp Lo18. 
1.2. Stress chimique – BSA 
La protéine choisie pour mener ces expériences de stress chimique est la protéine BSA (Bovin Serum 
Albumin - albumine de sérum bovin). Pour suivre sa cinétique d’agrégation chimique avec le microscope 
HS-AFM, le système de pousse seringue, présenté au Chapitre 2, est incorporé au dispositif de mesure. La 
BSA est une protéine extraite du sérum de bovin largement utilisée comme modèle dans de nombreuses 
applications biochimiques. Cette protéine peut être utilisée comme agent diluant ou bloquant dans de 
nombreuses manipulations telles que le test ELISA (Enzyme-Linked Immunosorbent Assay), comme 
nutriment dans les cultures de cellules eucaryotes et microbiennes… . Cette large utilisation de la BSA est 
due à sa stabilité, à son absence d'effet dans de nombreuses réactions biochimiques et à son faible coût. 
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C’est une protéine de 585 acides aminés de la classe des albumines, produite chez les mammifères 
par le foie, essentielle dans le maintien de la pression oncotique (part de la pression osmotique due aux 
protéines) assurant la répartition correcte des liquides entre les vaisseaux sanguins et le milieu interstitiel. 
L’agent de stress chimique pour mener les expériences est le dithiothréitol (DTT). Le DTT a la capacité 
de réduire les ponts disulfures des protéines accessibles au solvant. Il est donc utilisé comme agent 
chimique responsable de l’agrégation de la BSA. 
Pour l’ensemble des expérimentations, la BSA (NVH Medicinal) sera utilisée à une concentration de 
0,04 g.L-1, la sHsp Lo18 à 0,03 g.L-1 et le dithiothréitol à concentration de 0,01 M. L’étude du stress 
chimique de la BSA ainsi que l’impact de la protéine sHsp Lo18 sur l’agrégation passe par différentes 
étapes :  
- Mesure la mobilité de la BSA à pH 5, pH 6 et pH 7, 
- Mesure de l’action du DTT sur l’agrégation de la BSA à pH 5, pH 6 et pH 7, 
- Etude de l’effet de l’ajout de la protéine sHsp Lo18 sur la dynamique. 
1.2.1. Etude de la BSA suivant le pH 
La première étape consiste à visualiser l’adsorption de la BSA sur du mica à différents pH afin 
d’appréhender l’agrégation ultérieure. De plus, la mobilité des entités pour chaque pH sera estimée en 
fonction du pH. 
 
Figure 70 - Image HS - AFM de la BSA sur Mica. A: pH 7, B: pH 6 et C: pH 5. Balayage 400 nm x 400 nm. 
Vitesse de 4 images par seconde. 
L’adsorption sur le mica de la BSA pour les trois pH est relativement similaire. En effet, que ce soit la 
taille des particules (entités isolées de 30 nm de diamètre et 2 nm de hauteur) ou le taux de 
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recouvrement, le résultat semble identique aux trois pH donnés ; il est à noter que le point isoélectrique 
de la BSA est de 4,9. D’autre part, la concentration est bien adaptée afin d’observer un tapis de protéines 
relativement disjointes (Figure 70).  
L’analyse de la mobilité des entités, élément indispensable à la mise en évidence de la dénaturation 
de la protéine soumise à un stress, montre des différences entre les pH. A pH 7 et à pH 6, les protéines ont 
des dynamiques de mouvement très proches avec respectivement 238 nm.s -1 et 235 nm.s -1. A contrario, 
cette dynamique n’est plus que de 156,4 nm.s -1 à pH 5, confirmant une nouvelle fois les éléments 
énoncés aux chapitres précédents [122]. Le comportement acide-base des protéines influe directement sur 
leurs propriétés en solution. Les groupes ionisables des chaines latérales des résidus aminoacyls situés à la 
surface de la protéine sont influencés par le pH du milieu. La charge électrique nette des protéines varie 
donc en fonction du pH. Le pH pour lequel la charge nette est nulle, appelé point isoélectrique (pI), se 
situe à pH 4,9 pour la BSA. Par conséquence, sa mobilité se voit altérée pour pH 5. 
Il est évident que la mobilité change en solution ; cependant, les études biochimiques ont montré que 
l’activité chaperonne demeurait plus efficace à pH 7 et pH 6 et était quasiment inexistante à pH 5, point 
isoélectrique de la BSA et de la sHsp Lo18. 
1.2.2. Agrégation de la BSA au DTT 
Dans un second temps a été mesuré l’impact du stress chimique sur la BSA en présence de DTT. Les 
indicateurs majeurs permettant d’évaluer cet effet sont la modification du taux de recouvrement 
(agrégation de la protéine) et / ou la mobilité de la protéine. A l’aide du pousse seringue, 450 µl de DTT à 




Figure 71 - Comparaison des images HS – AFM avant et après agrégation de la BSA en présence de DTT 
sur Mica. A: pH 7, B: pH 6 et C: pH 5. Balayage 400 nm x 400 nm. Vitesse 4 images par seconde. 
L’agrégation de la BSA est suivie durant toute la durée de la dizaine expériences en vue de quantifier 
l’agrégation en fonction du temps. Premier constat, le taux de recouvrement de la BSA sur la surface de 
mica pour les pH 7 et pH 6 avait plus que doublé. Pour pH 5, le taux de recouvrement ne variait quasiment 
pas. Dans les deux premiers cas, les protéines forment des agrégats de plus en plus compacts (Figure 71 A 
et B) et dont les dimensions peuvent atteindre des diamètres supérieurs à 60 nm contre 30 nm pour une 
protéine isolée.  
La dynamique de mouvement des entités est, quant à elle, fortement diminuée. Elle passe à environ 
70 nm.s -1 pour pH 7 à environ 60 nm.s -1 pour pH 6 et à 25 nm.s -1 pour pH 5. 
Les expériences d’agrégation ont été mesurées pendant les 15 premières minutes, les premiers signes 
d’agrégation se manifestent moins de 2 minutes après injection du DTT. 
1.2.3. Action de la protéine sHsp Lo18 sur l’agrégation de la BSA en présence 
de DTT 
La finalité de l’étude est de mesurer l’impact de la protéine sHsp Lo18 sur la protection contre 
l’agrégation chimique de la BSA. La Figure 72 expose la répartition de la protéine sHsp Lo18 sur la BSA. Sur 
les trois images réalisées au HS-AFM, les entités sphérique plus claires sont associées aux protéines sHsp 
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Lo18. Un point majeur à souligner est que sur toute les vidéos pour les pH 7 et 6, jamais un multimères de 
16 ou 18 sous-unités (présentés chapitre 2) n’a été rencontré après injection du DTT.  
 
Figure 72 - Image HS - AFM de l'impact de la protéine sHsp Lo18 sur l’agrégation de la BSA au DTT sur 
Mica. A: pH 7, B: pH 6 et C: pH 5. Balayage de 400 nm x 400 nm. 
La présence de quelques multimères de sHsp Lo18 durant le stress chimique de la BSA pourrait 
s’expliquer par le fait que la sHsp Lo18 et la BSA ont des points isoélectriques proche de pH 5, 
respectivement de 5,1 pour la sHsp Lo18 et 4,9 pour la BSA.  
Une expérience a été menée afin de confirmer que la sHsp Lo18 ne se dissocie pas en dimères sous 
l’effet d’un stress chimique à pH 6. La sHsp Lo18 a conservé sa conformation en 16-mères avant injection 
du DTT (Figure 73). 
 
Figure 73 - Conformation de la protéine sHsp Lo18 avant stress chimique à pH 6. Balayage de 400 nm x 
400 nm. 




Il serait justifié de dire que le chaperonnage de la protéine sHsp Lo18 s’opère via son plus petit niveau 
d’oligomérisation, soit le dimère (building block). 
Les mesures de mobilité de la BSA, après 15 minutes et 450 µl de DTT injectés, sont de 125 nm.s -1 à 
pH 7, 92 nm.s -1 à pH 6 et 35 nm.s -1 à pH 5. 
Tous les résultats d’agrégation chimique de la BSA, en présence ou non de la protéine sHsp Lo18, ont 
été compilés sous forme de graphiques en Figure 74. 
 
Figure 74 - Graphique comparatif de l'agrégation de la BSA en présence ou non de la protéine sHsp 
Lo18. A: pH 7, B: pH 6 et C: pH 5. 
Ces trois graphiques comparent les vitesses de déplacement de la citrate synthase suite à un stress 
chimique au DTT en absence ou présence de la protéine sHsp Lo18 et montrent clairement l’impact de la 
protéine sHsp Lo18. Dans le cas des expériences en présence de sHsp Lo18, seuls les mouvements des BSA 
en interaction avec les sHsp Lo18 sont mesurés. En effet, l’écart entre les deux courbes (en bleu sans sHsp 
Lo18 et en rouge avec sHsp Lo18) diminue au pH acide. A pH 7, l’écart est le plus important, traduisant le 
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maximum de l’effet chaperon. A pH 6, l’écart se réduit mais l’effet chaperon opère toujours alors qu’à pH 
5, les deux courbes sont quasiment superposables et la protection y est quasiment inexistante.  
Les résultats extraits des vidéos HS-AFM confirment les analyses biochimiques, mettant également en 
évidence que l’activité chaperonne est optimale à pH 7, demeure encore efficace à pH 6 et devient 
inexistante à pH 5. 
Cette partie a permis de visualiser l’activité chaperonne de la protéine sHsp Lo18 et d’appréhender le 
mode de protection de la protéine sHsp Lo18 face à l’agrégation d’une autre protéine. 
La sHsp Lo18 n’est pas seulement chaperonne mais possède également une activité lipo-chaperonne 
assurant la protection des membranes plasmiques lors d’un stress environnemental. 
2. Etude de l’activité de lipochaperon – Surface biomimétique 
Bien qu’ayant fait l’objet de moins nombreuses études, les sHsps sont capables d’interagir avec des 
substrats lipidiques. Des études ont mis en évidence par exemple l’interaction de sHsp avec des 
membranes cytoplasmiques comme IbpA et IbpB chez E. coli [124,125], ou encore la protéine Hsp17 chez 
Synechocystis sp. dans les membranes des thylakoïdes [126].  
Plus récemment, il a été démontré que sHsp Lo18 présente également une activité lipo-chaperonne, 
caractérisée par un effet rigidifiant sur la membrane [97]. Une fraction variable de la protéine est associée 
de façon périphérique à la membrane lors d’un stress thermique [127]. 
L'association de sHsp Lo18 à la membrane dépend de l’augmentation de la température. La protéine 
sHsp Lo18 s'est avérée être partiellement associée à la périphérie de la membrane cytoplasmique 
d’Oenoccocus oeni après une augmentation de la température de 30 à 42°C [95]. A partir de 46°C, sHsp 
Lo18 s’associe à la membrane dans une plus large mesure. 
L'expression de cette sHsp est induite par la bactérie non seulement lors d’un stress thermique mais 
également sous l’action d’agents chimiques, comme l'alcool benzylique ou éthanol, responsable de la 
fluidification de membrane [138]. 
Afin de mener cette étude sur l’activité lipochaperon de sHsp Lo18 par HS-AFM, une membrane bi-
lipidique “synthétique“ a été reconstituée par la technique Langmuir-Blodgett. Cette membrane 
plasmique reconstituée est caractéristique de celle de la bactérie Oenococcus oeni intervenant dans la 
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fermentation du vin. Lors de cette fermentation, la bactérie survit au stress thermique ou chimique (via 
l’éthanol) par la production de la protéine sHsp Lo-18 qui joue à la fois un rôle de chaperon moléculaire et 
de lipochaperon. Il s’agit dans cette partie de caractériser et de visualiser l’activité lipochaperon de cette 
protéine. 
2.1. Surfaces biomimétiques 
Les membranes biomimétiques sont des structures utilisées pour de nombreuses applications en 
nanobiotechnologie. Les principaux exemples sont la fabrication de nanoparticules lipidiques, 
l'encapsulation et la libération de médicaments, la thérapie génique, la fonctionnalisation des surfaces et 
le développement de nanobiocapteurs. 
2.1.1. Généralités 
La surface biomimétique utilisée dans cette partie est la membrane plasmique, indispensable à la vie 
cellulaire, participant aux échanges entre le milieu extra et intracellulaire. La compréhension des 
interactions avec la membrane est donc indispensable pour appréhender pleinement le rôle de cette 
dernière. Les cellules, de par leur complexité structurale et chimique (protéines de surface, 
transmembranaires…) sont beaucoup plus difficiles à étudier directement. C'est pourquoi la réalisation de 
membranes « modèles » supportées est utilisée afin de faciliter l’analyse et la compréhension des 
différents mécanismes membranaires comme par exemple la fluidité ou bien l'ancrage de protéines. 
La membrane est un ensemble complexe de lipides, de protéines et de sucres régulant les échanges 
entre l’intérieur et l’extérieur de la cellule. De ce fait, les membranes plasmiques sont loin d'être passives 
et jouent un rôle primordial dans les différents mécanismes régissant le vivant. Dès 1972, Singer & 
Nicolson introduisent la notion de modèle de « mosaïque fluide » pour décrire à la fois la composition et 
le comportement dynamique des membranes biologiques [139]. Dans ce modèle, la membrane est 
représentée par une bicouche de phospholipides où les chaines carbonées hydrophobes sont face à face. 
En réalité, la structure de la membrane est beaucoup plus complexe. Par exemple, il existe des micros 
domaines lipidiques temporaires de phases différentes au sein d'une même membrane, ces micros 
domaines sont nommés radeaux lipidiques ou rafts. La complexité même de la membrane met en 
évidence la nécessité d'utiliser des modèles simplifiés afin de comprendre les différents mécanismes. 
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Les phospholipides sont les lipides présents en plus grande proportion dans la constitution 
membranaire. Ils sont constitués d'une tête polaire hydrophile et d'une queue apolaire hydrophobe 
composée de deux chaines carbonées pouvant contenir une ou plusieurs insaturations. Leur taille varie 
entre 2 nm et 3 nm et peut être résumée par la Figure 75. 
 
Figure 75 - Représentation schématique d'un lipide. 
Les bicouches lipidiques supportées constituent le modèle le plus utilisé pour étudier la membrane 
cellulaire. Elles peuvent être utilisées pour étudier des mécanismes d’interaction membrane – protéines, 
les phénomènes d'adhérence ou créer des surfaces biologiques fonctionnalisées. En fonction de la nature 
des phospholipides utilisés, la taille de la bicouche lipidique varie entre 4 nm et 7 nm. 
Les bicouches phospholipidiques possèdent une dynamique qui leur est propre. En effet, dans les 
conditions physiologiques et à température suffisamment basse (propre à chaque phospholipide), toutes 
les chaines carbonées des phospholipides constitutifs de la bicouche sont parallèles les unes par rapport 
aux autres et étirées au maximum. Les chaines sont dites en « conformation ordonnée » (phase Lβ : Gel 
cristalline) ou en phase gel. La transition de phase notée Tm est atteinte si la température augmente 
suffisamment. Le phénomène de transition de phase met en jeu les propriétés coopératives de tous les 
lipides constitutifs de la membrane ; ainsi, plus il y a de lipides qui changent de conformation 
simultanément, plus la transition de phase est nette. Cette température Tm dépend principalement de 
deux paramètres : la longueur des chaines carbonées et le nombre d’insaturations dans ces chaines. En 
effet, plus le nombre de doubles liaisons est grand et plus la rotation libre des chaines est difficile, 
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induisant donc une température de transition de phase élevée. Par contre, plus la chaine carbonée est 
longue et plus la température de transition de phase est faible. Les chaines carbonées passent d’une 
conformation ordonnée (phase gel) à une conformation désordonnée (Lα : Liquide cristalline) nommée la 
phase fluide. Dans cette conformation, les chaines carbonées ne sont plus étirées au maximum, elles 
oscillent plus librement. De plus, le contact entre les lipides est beaucoup moins important. Il s’opère alors 
une expansion de la couche lipidique ainsi qu’une diminution de sa hauteur (Figure 76). 
 
Figure 76 - Mise en évidence des transitions de phases des lipides. 
Les bicouches lipidiques sont obtenues à partir de phospholipides.  
En jouant sur la nature, la concentration et la proportion de ces derniers ainsi que sur les paramètres 
expérimentaux tels que la pression et la température, il est possible de reconstituer des bicouches 
lipidiques reproduisant au mieux partiellement la membrane d'organismes vivants. 
2.1.2. Fabrication de bicouches phospholipidiques modèles DPPG-DPPE 
La membrane de la bactérie Oenococcus oeni est constituée majoritairement de deux types de 
lipides : les DPPG et les DPPE en proportion 1/3 - 2/3. 
Les lipides 1,2-Dipalmitoyl-sn-Glycero-3-[Phospho-rac-1-glycerol] (Sodium Salt) (DPPG) – Lot 840455P 
et 1,2-dipalmitoyl-sn-glycero-3-phosphoethanolamine (DPPE)-Lot 850705P utilisés sont fournis par la 





DPPG: Formule chimique: C38H74O10PNa 
Masse molaire moléculaire: 744,952 g.mol-1 
Température de transition de phase: 41°C 
DPPE: Formule chimique: C37H74NO8P 
Masse molaire moléculaire: 691,959 g.mol-1 





Dans le cas de bicouches phospholipidiques déposées par la technique de Langmuir - Blodgett, le 
système utilisé au laboratoire est un modèle KSV NIMA KN 2002 constitué d’une cuve en Téflon 
(hydrophobe) pouvant être thermostatée. Deux barrières en Téflon sont fixées de part et d’autre de la 
cuve et sont réglables de façon à contrôler la pression de surface en comprimant les lipides. La pression de 
surface et l’aire de la cuve sont en permanence contrôlées par ordinateur (Figure 77). 
La pression de surface est mesurée par la méthode de la plaque de Wihelmy. Cette plaque est très 
fine et généralement constituée de platine ; cependant il demeure possible d’utiliser du papier filtre. 
 
Figure 77 - Schéma de la cuve du Langmuir – Blodgett. 
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En ce qui concerne la fabrication de bicouches au Langmuir – Blodgett, le mélange DPPG – DPPE (1/3 
– 2/3) est dilué dans du chloroforme (solvant organique apolaire liposoluble) pour obtenir une solution de 
concentration [1 mg.ml-1]. 
La cuve de Langmuir, les barrières et la balance sont préalablement nettoyées à l’éthanol pur à l’aide 
d’un pinceau puis rincées abondamment à l’eau distillée (18 MΩ). La cuve est ensuite remplie avec de 
l’eau distillée. Afin de contrôler la propreté de la sous phase, l’isotherme de compression de l’eau distillée 
est effectué de manière à contrôler la propreté de la cuve. Le substrat de mica est clivé puis fixé sur le 
plongeur et orienté parallèlement aux barrières. Le zéro des barrières et de la balance est alors réalisé. Le 
plongeur est ensuite descendu et arrêté quand le mica entre en contact avec la surface de l’eau distillée 
contenue dans la cuve, puis un nouveau zéro est réalisé. 
Un volume de 7 µL de la solution lipidique est déposé à l’interface air-eau puis un temps de latence 
d’environ dix minutes est nécessaire afin d’assurer l’évaporation du solvant, le dépôt est donc réalisé à 
une pression de 30 mN.m-1 et un temps de séchage de 20 minutes entre les deux couches. Les barrières 
sont comprimées jusqu’à obtenir la pression de surface souhaitée. Les phospholipides sont introduits dans 
la cuve. Après que la monocouche lipidique soit stabilisée, le transfert se produit en sortant lentement le 
substrat de la cuve. Les phospholipides sont entrainés par le substrat hydrophile : les têtes polaires se 
fixent sur le substrat et les chaines carbonées hydrophobes tournées vers l’extérieur. La seconde couche 
est obtenue en replongeant le substrat dans la cuve (Figure 78). 
 
Figure 78 - Fabrication d'une bicouche lipidique. 
Le milieu est à pH neutre c’est à dire pH 7. Ces paramètres permettent d’obtenir des bicouches 
relativement homogènes, avec un taux de recouvrement acceptable et une hauteur moyenne de 5,5 nm 




Figure 79 - Image AFM d'une bicouche DPPG – DPPE à pH 7. Balayage de 10 µm x 10 µm. 
2.2. Effet de la température sur les bicouches DPPG – DPPE. 
Les expérimentations en température sur les bicouches phospholipidiques ont été réalisées à pH 7, à 
l’aide d’un microscope à force atomique Dimension 3100 de chez Bruker et des leviers DNP-S (k=0,36 
N/m, fr=30 kHz). La température a été contrôlée à l’aide d’un thermocouple et les montées et descentes 
en température assurées par un dispositif à effet Peltier fixé sous le substrat. Il est à noter que le 
protocole expérimental reste délicat à mettre en place pour les raisons évoquées dans les paragraphes 
précédents, du fait de l’effet bilame associé à la nature du levier. Donc, tout comme dans les expériences 
HS-AFM, il faut attendre la stabilisation du levier entre deux images. La Figure 80 présente cinq images 
AFM de la même bicouche DPPG - DPPE pour cinq températures différentes et les mesures 




Température (°C) 20,8 30,4 35,8 41,4 21,2 
Hauteur moyenne (nm) 4,54 3,91 3,38 3,10 4,22 
Légende image A B C D E 
Figure 80 - Impact du stress thermique sur une membrane DPPG - DPPE. Images AFM de 10 µm x 10 µm. 
Les résultats mettent en évidence que la hauteur moyenne de la bicouche diminue avec la 
température. Les chaines carbonées des lipides gagnent en mobilité et s’écartent les unes des autres, 
diminuant de ce fait la hauteur de la couche. Cependant, il est intéressant de noter que ce phénomène est 
réversible puisqu’après refroidissement complet, la bicouche se restructure et retrouve sa hauteur initiale, 
comme le montre l’image AFM de la Figure 80 - E. 
L’équipe du Professeur Guzzo a mesurée, pour des pH variant de 5 à 8 et des rampes de température 
de 15 °C à 65 °C (Figure 81), les variations de fluidité de liposomes extraits de la membrane bactérienne 
d’Oenococcus oeni en absence et en présence de sHsp Lo18. En absence de la protéine, la membrane 
présente le même niveau de fluidification quel que soit le pH. Cette fluidification est donc indépendante 
du pH mais est totalement dépendante de la température et varie quasiment linéairement pour le 
domaine de température utilisé. Elle est maximale pour la température de 65°C. En présence de sHsp 
Lo18, pour des pH variant entre 8 et 5, les résultats confirment l’activité lipochaperonne de la protéine et 
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que cette activité dépend du pH. L’efficacité de cette activité de sHsp Lo18 est optimale pour pH 7, allant 
jusqu’à stopper la fluidification de la membrane à partir de 40°C. Il faut cependant noter que pour des 
températures inférieures à 40 °C, la protéine est plus active à pH 5 or paradoxalement, à ce pH, son 
activité de chaperon moléculaire est inexistante [98].  
 




Les expériences de fluidification menées en HS-AFM sur la membrane en fonction de la température 
sont en tous points équivalents aux résultats obtenus en AFM classique. Il n’était guère possible d’aller au-
delà de 40°C de par le fait de forts mouvements de convection et une évaporation du tampon dans la 
cellule liquide perturbant fortement l’analyse en plus de l’effet bilame du levier. Néanmoins, une courbe 
de tendance du comportement de la membrane en fonction de la température a pu être effectuée en 
utilisant les mêmes points de mesure que ceux de la Figure 81. Il est intéressant de noter qu’alors cette 
courbe de tendance (Figure 82), linéaire, est similaire aux mesures biochimiques sur la perte de rigidité de 
la membrane en l’absence de la protéine sHsp Lo18, sur la même gamme de température (20°C à 42°C). 
Entre 20°C et 42°C, une perte de rigidité de 34% de la membrane est visible selon les données 
biochimiques, les mesures de variation de hauteur montrent pour cette même variation de température 





Figure 82 - Effet de la température sur la hauteur de la bicouche mesurée par AFM et HS-AFM. 
Bien que ces résultats soient encourageants en ce qui concerne les comparaisons entre les méthodes, 
l’apport du microscope HS-AFM ne peut être complet dans la mesure où l’aspect dynamique ne peut être 
mis en évidence du fait du comportement du levier miniature.  
En effet dans ces conditions expérimentales, il ne sera pas possible de suivre l’activité chaperonne de 
la protéine sHsp Lo18 en fonction de la température sur la membrane. 
Après plusieurs essais, le choix du stress chimique a été de nouveau préféré. C’est avec de l’alcool 
benzylique que sera mise en évidence la dynamique du stress chimique sur la bicouche modèle. 
2.3. Effet d’un stress chimique sur les bicouches DPPG – DPPE. 
2.3.1. Action de l’alcool Benzylique 
L’analyse dynamique de dissociation de la bicouche a été réalisée via un agent chimique, l’alcool 
benzylique de formule brute C6H5CH2OH Son cycle benzène aromatique est hydrophobe et vient se loger 
dans la bicouche au niveau des chaines carbonées hydrophobes. Il a un effet fluidifiant et déstructurant 
sur les couches lipidiques. Une concentration d’alcool benzylique de 60 mM à pH 7 a été utilisée 
conformément aux données de biochimie. Les expériences sont réalisées en temps réel, en microscopie 
HS-AFM. Pour cela, il est nécessaire d’utiliser le dispositif de pousse seringue permettant de changer en 




Figure 83 – Images HS-AFM de l’effet du stress chimique sur les membranes DPPG - DPPE. Vitesse 4 
images par seconde. Balayage 1µm x 1 µm. 
Les images HS-AFM montrent très clairement la dissociation de la bicouche. Cette dissociation est très 
nettement visible environ 40 s après l’injection dans le milieu de l’alcool benzylique (Figure 87 image 546). 
Après une durée de 200 s postérieure à l’injection, la moitié de la bicouche est complétement dissociée, 
laissant place aux phospholipides individuels (point blanc sur l’image). Il est à noter que, contrairement au 
stress thermique, ce processus chimique n’est pas réversible. A partir des images, il est possible comme 
dans le cas du stress thermique de donner une courbe de tendance, cette fois du pourcentage de la 
surface de membrane non dissociée en fonction du temps (Figure 84). 
 
Figure 84 - Effet du stress chimique à l’alcool benzylique sur l’intégrité de la membrane, issu de lipides 
artificiels, non dissociée en pourcentage et en fonction du temps. 
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Dans ce cas, comme dans le cas du stress thermique mesuré par AFM ou obtenu par les données 
biochimiques, il y a une dissociation linéaire entre 40 s et 170 s, temps durant lequel 34% de la surface de 
la membrane s’est dissociée. Au-delà, la dissociation n’est plus linéaire, comme la fluidification de la 
membrane passeés 42°C. 
Comme il a été mentionné précédemment, ces expérimentations ont été menées en utilisant des 
lipides artificiels et le stress chimique via un fluidifiant, l’alcool benzylique. Une série d’expériences a été 
effectuée via le concours de l’équipe du Professeur Guzzo sur des lipides naturels extraits directement de 
la membrane de la bactérie puis purifiés. Les bicouches ont été réalisées par Langmuir-Blodgett puis 
imagées en microscopie HS-AFM. Pour se rapprocher des conditions de stress environnemental subit par 
Oenococcus oeni, l’agent stressant est de l’éthanol dilué à 8 % (Figure 85). 
 
Figure 85 - Effet du stress chimique à l’éthanol sur l’intégrité de la membrane, issue de lipides naturels, 
non dissociée en pourcentage et en fonction du temps. 
Cette expérience démontre que l’effet du comportement de bicouches phospholipidiques supportées 
a un comportement similaire, peu importe le type de fluidifiant et l’origine des lipides (artificiels ou 
naturels). En effet, les deux linéaires possèdent un comportement similaire avec une pente plus rapide. La 
fluidification de la membrane à l’alcool benzylique a lieu à partir d’environ 40 s et au bout de 130 s 40 % 
de la membrane est dissociée tandis que pour l’éthanol, l’effet est immédiat et il faut moins de 50 s pour 
que 40 % de la membrane soit dissociée. L’effet de l’éthanol est donc beaucoup plus rapide que l’alcool 
benzylique sur les bicouches phospholipidiques.  
Il est désormais nécessaire d’appréhender l’activité de la protéine sHsp Lo18 face au stress chimique 
d’une bicouche phospholipidique. 
 141 
 
2.3.2. Effet de la protéine sHsp Lo18 sur une bicouche stressée 
Les expériences biochimiques réalisées sur l’activité de lipochaperon de sHsp Lo18 avec la membrane 
plasmique bactérienne mettent en évidence sans ambiguïté que cette activité n’a lieu qu’en cas de 
fluidification de cette dernière suite à un stress environnemental thermique ou chimique. En 
conséquence, l’interaction de sHsp Lo18 avec la membrane ne provient que d’une réaction de “survie“ de 
la bactérie soumise à un stress, réaction se traduisant par la production de la protéine sHsp Lo18. Dans ce 
cas, les mesures biochimiques montrent l’efficacité de cette action puisque la fluidité de la membrane finit 
par être maintenue à un état convenable. Des expériences plus récentes démontrent que si cette intégrité 
de la membrane est restaurée, l’interaction de sHsp Lo18 s’arrête et retourne à son rôle de chaperon 
moléculaire. L’interprétation de ces dernières expériences, d’un point de vue mesuré par microscopie HS-
AFM, est que si la bicouche lipidique est intègre, il ne peut se produire d’interaction avec sHsp Lo18. 
Afin de vérifier cette hypothèse, il a été donc vérifié que la protéine sHsp Lo18 à pH 7 n’interagit pas, 
ni même s’associe, avec la membrane en dehors de tout stress. 
 
Figure 86 - Interaction de sHsp Lo18 à pH 7 avec une bicouche DPPG - DPPE. A gauche sans stress 
chimique et à droite avec stress chimique. Balayage 800 nm x 800 nm. 
Cette étude préliminaire au lipochaperonnage permet de confirmer qu’un stress environnemental est 
nécessaire pour obtenir l’association entre sHsp Lo18 et la membrane plasmique. Les flèches en rouge sur 
la Figure 86 permettent de localiser la protéine. Il est ainsi observé sur l’image de gauche que la protéine 
sHsp Lo18, présente dans la solution tampon, n’est adsorbée que sur le mica tandis que sur l’image de 




Un second point majeur à cette étude confirme les données biochimiques, à savoir que la protéine 
sHsp Lo18 interagit seulement sous forme de dimères avec la membrane. Or, comme la conformation à 
pH 7 de la protéine sHsp Lo18 est une association en majorité de 16-mères, cela suppose qu’une 
dissociation de la protéine s’opère avant son association avec la bicouche phospholipidique. Des 
expériences complémentaires ont mis en évidence que la dissociation des multimères de sHsp Lo18 n’est 
pas due à l’agent chimique stressant mais à la nécessité de lipochaperonnage suite à la fluidification de la 
membrane (Figure 87). 
 
Figure 87 - Images HS-AFM de l’effet du stress chimique sur la sHsp Lo18. Vitesse 4 images par seconde. 
Balayage 400 nm x 400 nm. 
 
Figure 88 - Image topographique HS-AFM et section sur l’image de l’association de sHsp Lo18 avec une 
bicouche DPPG – DPPE. 
Les images HS-AFM topographiques de l’interaction protéine / bicouche lipidique mettent en 
évidence que la protéine sHsp Lo18 s’associe d’une part en surface de la membrane plasmique et d’autre 
part sous forme dimérique puisque l’entité possède bien un diamètre de 30 nm et une hauteur de 6 nm 
(donnée établie dans le chapitre 2). L’interaction entre la sHsp Lo18 et la membrane est donc en surface 
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(Figure 88). Un point important soulevé précédemment est que la hauteur de la bicouche diminue avec le 
stress thermique en plus de la fluidification. Dans ce cas, en cas de stress chimique, la hauteur de la 
membrane est conservé mais il y a dissociation des acides gras, la sHsp Lo18 permet d’éviter au maximum 
la dissociation de la membrane. Il semble judicieux de comprendre que l’effet sur la membrane de la 
bactérie est le même peu importe l’origine du stress (thermique ou chimique).  
2.3.3. Dynamique d’interaction de sHsp Lo18 sur une bicouche stressée 
L’étude précédente met bien en évidence l’interaction de la protéine sHsp Lo18 avec la membrane 
soumise à un stress. Il est remarquable de constater que cette interaction ne se fait que de manière 
ponctuelle avec la surface lipidique et suffit à empêcher la dissociation globale de la bicouche lipidique. 
Cela suggère que la sHsp Lo18 agirait sur des points spécifiques de la bicouche, points qui 
correspondraient à une fragilisation de la bicouche ou point de rupture ou d’amorçage et de propagation 
de la dissolution de la bicouche. L’étude de la dissolution de la bicouche sans sHsp Lo18, étude montrant 
globalement l’effet, se fait l’écho de cette hypothèse. En effet, en regardant plus attentivement les images 
de la Figure 90, à t0+36,5s dans la partie entourée, il apparait que l’amorçage de la dissolution démarre 
d’un point précis (et non de tout point de la bicouche) avant de se propager. Ce suivi est facilité de par le 
fait que les bicouches lipidiques synthétiques sur mica apparaissent sous formes de domaines homogènes 
mais non continus. Ces dépôts non continus sont dus aux charges superficielles du mica ; en effet, le 
clivage s’opère le long d’une couche de potassium, ainsi la surface clivé présente des zones chargées 
positivement et des zones chargées négativement [140,141]. Les phospholipides utilisés présentent une 
charge globale négative, il est donc logique de comprendre l’affinité de la bicouche avec les zones 
chargées positivement présentes en surface du mica. 
Tout se passe comme si cette bicouche était semblable à une “fermeture éclair“ qui, ayant un défaut, 
s’ouvrirait alors de part et d’autre. Le moyen de bloquer cette action serait de mettre de part et d’autre 




Figure 89 - Schéma de la propagation et de l’arrêt du point de rupture d’une chaine. 
Cette analogie est semblable au processus d’action de sHsp Lo18. En effet, il a été possible de suivre 
ce processus sur une série d’image où la dynamique d’action de sHsp Lo18 est visible pour empêcher 
l’élargissement des « trous » présent dans la membrane. Sur cette séquence, la flèche rouge sur la figure 
98 présente une sHsp Lo18 se déplaçant sur le bord de la bicouche phospholipidique. Comme le montrent 
précisément ces images, le point de rupture correspond à l’endroit où la membrane se dissocie sous l’effet 
de l’alcool benzylique, dès lors la protéine sHsp Lo18 se dirige vers ce point le plus sensible à la 
dissociation de la bicouche. Cette action ponctuelle est suffisante pour arrêter le processus de dissolution 
plus global (Figure 90). 
 
Figure 90 - Dynamique d'action de la protéine sHsp Lo18 sur une bicouche DPPG – DPPE. Balayage 800 
nm x 800 nm. 
Cette action de la sHsp Lo18 s’effectue en parcourant une distance de 10 nm sur le bord de la 
bicouche avant de s’arrêter au point de rupture et de bloquer l’effet du stress chimique, et ce en 




Figure 91 - Section en périphérie de la bicouche : à gauche sans sHsp Lo18 et à droite en présence de 
sHsp Lo18. 
Sur les vidéos HS-AFM, les sections en périphérie de la bicouche sur les images HS-AFM montrent 
clairement que la protéine demeure en contact superficiel à la surface de la couche même lorsqu’elle se 
translate sur la périphérie de la membrane (Figure 91). 
Comme pour les mesures biochimiques, il est possible de mesurer et comparer l’impact de l’action 
d’un stress chimique sur la bicouche DPPG – DPPE en absence ou présence de la protéine sHsp Lo18. Pour 
cela, il a été relevé, comme pour la Figure 92, le pourcentage de membrane intègre en fonction du temps 
sur les vidéos HS –AFM avec la protéine et comparé avec les résultats sans cette protéine. 
 
Figure 92 - Comparatif de l’effet d’un stress chimique sur une bicouche DPPG – DPPE avec et sans sHsp 
Lo18. 
La tendance des courbes obtenues par mesure de la dissociation des bicouches supportées par HS–
AFM est similaire à celle obtenue par mesure biochimique pour pH 7 dans des conditions de stress 
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thermique. Pour pH 7, les mesures en fonction de la température en présence de sHsp Lo18 présentent 
une différence de rigidité de la membrane supérieure d’environ 30 % à celle sans la protéine au point de 
température le plus élevé. Dans le cas des mesures HS-AFM pour les membranes synthétiques soumises 
au stress chimique, cette différence est du même ordre de grandeur puisque la dissociation des bicouches 
est d’environ 27 % plus faible en présence de sHsp Lo18 au bout d’une durée d’observation de 250 s.  
Ces études montrent que la protéine sHsp Lo18 favorise clairement la protection des membranes face 
à la fluidification ou dissociation de ces dernières. Il est intéressant de constater que, globalement, la 
comparaison entre les méthodes de mesure d’une part, la nature du stress et le comportement des 
liposomes et des bicouches synthétiques supportées d’autre part, donne des résultats similaires et 
cohérents. 
Cependant, un élément non négligeable à prendre en compte, décelé lors des études lipochaperonne, 
concerne la présence du calcium. Il a été montré que la protéine n’interagit pas avec la membrane s’il n’y 
a pas de stress, l’ajout de calcium comme agent pontant a été effectué de manière à vérifier la présence 
de sHsp Lo18 dans le milieu (Figure 93). 
 
Figure 93 - Impact du stress chimique sur les membranes DPPG - DPPE au HS – AFM, fusionnée via du 
calcium, en présence de sHsp Lo18. 4 images par seconde, 1µm x 1 µm de balayage. 
Bien que la qualité des images soit altérée, il est possible de constater que, dans ces conditions, la 
bicouche se dissocie de manière identique à la bicouche soumise au même stress en l’absence de la 
protéine sHsp Lo18 avec toutefois une vitesse légèrement inférieure. L’activité de la protéine sHsp Lo18 se 
voit altérée par la présence des ions Ca2+. L’explication de ce phénomène sera détaillée au chapitre 
suivant. 
Il est possible de conclure que la présence de la sHsp Lo18 dans le milieu ne suffit pas : l’association 
de la sHsp Lo18 avec la bicouche phospholipidique confère l’activité chaperonne à la protéine.  
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L’immobilisation d’une protéine sur un film phospholipidique synthétisé au Langmuir – Blodgett 
donne la possibilité d'associer la protéine avec une surface lipidique hydrophile (tête polaire en surface) 
ou une surface lipidique hydrophobe (chaines hydrophobe), en fonction du nombre de couches déposées 
sur le substrat. Afin de minimiser la désorption des protéines, elles peuvent être immobilisées sur la 
bicouche phospholipidique de manière covalente via un agent pontant. Cependant une immobilisation 
covalente détruit l’association naturelle de la protéine avec une surface biomimétique mais induit 
également des changements conformationnels faisant perdre à la protéine son activité biologique [142]. 
Il est également possible de choisir la composition lipidique de la bicouche et ainsi reproduire la 
membrane qui peut favoriser l’association spécifique d’une protéine et préserver son activité biologique. 
Les résultats préliminaires ne sont pas présentés dans le manuscrit. 
3. Synthèse 
Les expérimentations relatives à ce chapitre ont permis de valider l’intérêt de la microscopie à force 
atomique à haute vitesse, et de ses évolutions (module de transfert de tampon et module thermique) 
pour l’étude dynamique de complexes biologiques, mais également d’appréhender les interactions entre 
ces différents complexes. 
L’activité chaperonne de la protéine sHsp Lo18 a été visualisée grâce à la BSA tenant lieu de protéine 
cible. Les vidéos extraites des expériences ont permis d’estimer l’agrégation de la BSA suite à un stress 
environnemental chimique au DTT en absence et présence de la protéine sHsp Lo18. Les cinétiques 
d’agrégation concordent avec les expérimentations biochimiques. 
La fabrication de bicouches phospholipidiques simulant la composition lipidique (DPPE – DPPG) de la 
membrane de la bactérie Oenococcus oeni, via la technique Langmuir – Blodgett, a démontré l’effet 
lipochaperon de la protéine sHsp Lo18 et son association pour prévenir la fluidification de la bicouche 
phospholipidique suite à un stress chimique à l’alcool benzylique. 
Suite à ces études et à l’ajout de cations (calcium) empêchant l’activité de la protéine sHsp Lo18 ; une 
question demeure en suspens, à savoir est ce que le type de surface et les solutés ajoutés en solution 















Chapitre 4 – Impact de la surface sur la dynamique 
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Les analyses des entités biologiques in vitro dans la quasi-totalité des expertises biochimiques ou 
physiques s’opèrent au contact d’une surface. Il devient alors nécessaire d’étudier et d’évaluer l’impact 
des surfaces (fonctionnalisées ou non) les plus couramment utilisées sur la conformation et la dynamique 
des entités biologiques [122] [143]. 
Leur étude devient dès lors aussi importante que l'étude des protéines en solution. Ces mécanismes 
d’interactions montrent le plus souvent que les protéines s’adsorbent avec une grande affinité lorsqu’elles 
sont à proximité d'une surface. Cette observation est liée au fait que l'énergie libre des protéines 
adsorbées en surface sera minimale. Il s’ensuit généralement un processus de relaxation faisant diminuer 
encore plus l'énergie libre. Les mécanismes de relaxation les plus importants sont la diffusion, la 
désorption et les changements de conformation après adsorption. 
Le procédé d'adsorption peut être divisé en trois étapes. La première étape consiste à transporter les 
molécules du liquide au voisinage de la surface. La convection et la diffusion dans le liquide sont à l’origine 
de ce processus. Loin de la surface, au-delà de 10 µm , la convection domine. Puis entre 0 et 10 µm, la 
diffusion est le mécanisme principal. Dans un deuxième temps, ce sont les forces électrostatiques, dues 
aux ions présents dans la solution, qui interviennent avec une portée d’environ 2 à 5 nm. S’associent 
ensuite les forces de Van der Waals, sur une plus courte portée de 1 à 2 nm, dans le mécanisme de 
l'interaction protéine-surface. Pour finir la dernière étape qui consiste à l’attachement de la protéine 
entrainant soit un détachement, soit un processus de relaxation. Une protéine accomplit l'adsorption 
généralement en augmentant le nombre de liaisons à la surface, ainsi la surface réelle occupée par une 
protéine augmente également. Une fois sur la surface, la protéine peut subir plusieurs transformations. 
Parmi ces processus, la diffusion des entités biologiques sur la surface est un processus particulièrement 
important. En terme de transformation, l'adsorption peut conduire à des modifications 
conformationnelles voir une à dénaturation de la protéine. En effet des études ont montré que l’insuline 
s’agrégeait lors du contact avec une surface rendant hydrophobe par fonctionnalisation [144]. Une autre 
étude a mis en évidence une modification de la structure secondaire au niveau des hélices α de plaquettes 
adsorbées sur surface fonctionnalisées [145]. Le phénomène d’adsorption d’un mélange de protéines est 
encore plus complexe puisqu’il fait intervenir d’autres paramètres. En effet, l’adsorption d’un groupe 
protéique donné peut être perturbée et déplacée par l’adsorption d’un autre groupe protéique, 
possédant par exemple un poids moléculaire plus élevé. Egalement, des protéines ayant une plus grande 
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affinité pour la surface peuvent, bien qu’arrivant plus tardivement au voisinage de la surface, remplacer 
les protéines déjà adsorbées.  
L’adsorption non spécifique des protéines sur une surface est un phénomène complexe car les 
protéines sont des molécules amphiphiles, chargées et déformables (structure et activité peuvent ainsi 
changer au contact de la surface, en fonction du pH, de la concentration en sels...). La nature des surfaces 
utilisées est donc à prendre en compte selon que la surface soit hydrophobe ou hydrophile, mais aussi par 

















1. Apports de la microscopie AFM haute vitesse sur le 
développement de biocapteurs 
L’étude des protéines sHsp, compte tenu de leurs propriétés d’association / dissociation en fonction 
du pH et de leurs activités de chaperon, est un modèle, à tous points de vue, intéressant pour caractériser 
l’impact des interactions mises en jeu avec une surface, comme par exemple dans le cas des puces à 
protéines. En effet, les puces à protéines permettent de détecter des interactions avec différents types de 
molécules et s’avèrent être une technologie puissante pour la compréhension des pathologies humaines. 
Cette technologie possède l’avantage de pouvoir comparer et caractériser simultanément un grand 
nombre de cibles [146]. 
Contrairement aux puces à ADN, l’un des soucis majeurs rencontré dans la préparation des puces à 
protéines concerne le support permettant d’assurer la fixation des protéines et le maintien de leur 
conformation. Ce dernier point est important puisque la conformation évalue les interactions spécifiques 
impliquées par leurs fonctions. Les substrats utilisés pour le dépôt des protéines sont généralement plans, 
poreux ou non, composés de différents matériaux, leur choix étant conditionné par leurs propriétés 
physico-chimiques (résistance physique et stabilité au pH). Ces paramètres peuvent interférer directement 
sur le rapport vrai/faux et l’intensité du signal détectée par le capteur. 
Les supports inertes et mécaniquement stables comme le verre sont souvent utilisés. Pour les rendre 
fonctionnels, un revêtement physique et/ou chimique est nécessaire. La chimie de l’immobilisation des 
protéines cibles est basée soit sur l’arrimage non-covalent des protéines (hydrophobes, Van der Waals…), 
soit sur le couplage covalent entre les acides aminés ou les glucides attachés aux protéines et les groupes 
fonctionnels du traitement de surface effectué sur le substrat. 
Cependant, l’adsorption directe et aléatoire des protéines sur une surface inerte peut modifier leur 
conformation, voire les dénaturer et ainsi diminuer les propriétés intrinsèques de la protéine : activités et 
interactions moléculaires [147]. La compréhension et le contrôle de l’interaction des protéines avec une 




1.1. Interaction protéines – protéines 
De nombreuses études ont mis l'accent sur les interactions protéines-protéines. Les récents 
développements en plasmonique ou SPR permettent de déterminer les affinités et les vitesses des 
interactions impliquant des macromolécules. 
La résonance des plasmons de surface (SPR - surface plasmon resonance) est un phénomène physique 
permettant de mesurer les variations d’indice lors de la fixation d’un ligand sur un récepteur. Le récepteur 
est préalablement fixé sur une couche métallique. Les versions commerciales reposant sur cette technique 
sont le système Biacore SPR classique développé par GE Healthcare et le système d’imagerie SPRi 
développée par Horiba. Ces dispositifs commerciaux sont utilisés dans de nombreux laboratoires afin de 
mesurer les interactions protéiques, leurs affinités et les changements conformationnels [148,149]. Le 
dispositif SPR classique a été utilisé pour déterminer le protocole d'optimisation des conditions de 
repliement d'une protéine immobilisée [150]. Mannen et al. ont étudié l'effet du pH sur le comportement 
de protéines immobilisées et ont montré que des modifications dans le signal SPR sont liées à la charge 
globale de la protéine et aux changements de conformation. Il est également possible de déterminer l'état 
oligomérique des protéines [151]. 
 
 
Figure 94 - Schéma d’un dispositif de mesure SPR. Variation du signal SPR en fonction des événements 
en surface. 
Le point crucial de cette technologie SPR repose sur l’immobilisation des complexes biologiques. Cette 
dernière doit être contrôlée de manière à laisser accessibles les sites de fixation de la protéine fixée et 
permettre l’interaction avec les autres complexes biologiques [151]. Un contrat de recherche associant la 
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société Horiba et la plateforme protéomique CLIPP auquel l’équipe associé vise à réaliser le couplage SPR-
supra MS (Mass Spectrometry).  
Les développements réalisés au sein de la plateforme protéomique CLIPP ont permis de mettre au 
point des protocoles expérimentaux au niveau de la préparation des puces utilisées pour la suite de 
l’étude (www.horiba.com, www.clipproteomic.fr). 
1.2. Généralités et prérogatives à la réalisation de puces 
Les puces à protéines sont développées pour appréhender les propriétés d’une protéine et également 
les interactions spécifiques avec d'autres complexes biologiques. En d'autres termes, certains de ces 
dispositifs sont conçus pour identifier et analyser des protéines dans un échantillon, tandis que d'autres 
sont développés pour étudier les interactions protéines - protéines, protéines - ADN, protéines - lipides, 
enzymes - substrats, ou plus généralement protéines – ligands (Figure 95). 
 
Figure 95 - Différentes puces à protéines. 
L'idée de base est la même que pour les puces à ADN, à savoir l'immobilisation des récepteurs sur une 
surface via différents types d’ancrages. Il est souvent plus difficile d'immobiliser des protéines que 
d'immobiliser de l’ADN en raison de la plus grande fragilité de ces structures et de leur plus grande 
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différence de réactivité. En effet, un acide nucléique s’immobilise simplement et avec la même chimie, 
que ce soit l’adénine, la guanine, la cytosine et la thymine. A contrario, les protéines sont immobilisées via 
leurs chaines d’acides aminés latérales. L'implication de la chaine latérale d'un d'acide aminé dans une 
liaison chimique peut modifier les propriétés structurelles et fonctionnelles d'une protéine. C'est ainsi que 
les protéines sont immobilisées par l'intermédiaire de leur extrémité N-terminale ou C-terminale, ou par 
l'intermédiaire d'une courte séquence peptidique artificiellement raccordée à la séquence de la protéine. 
Les substrats pour puces à protéines peuvent être de différents types. Les plus couramment utilisés 
pour les puces sont le verre, le silicium, Au, ITO, Ag sous forme de film ou de nanoparticules. Ces deux 
supports rigides sont les mieux adaptés à l'automatisation. Il est possible d’utiliser des supports non plans 
tels que des microbilles [152] ou autres nanoparticules [153]. 
De façon utopique, une protéine liée au substrat devrait conserver sa fonctionnalité et sa stabilité. Il 
est essentiel de préserver la structure 3D native des protéines. En pratique, les protéines ont 
généralement une orientation et une dénaturation aléatoire et certaines protéines peuvent s’adsorber de 
façon non spécifique sur le substrat. Les protéines peuvent être liées de manière covalente sur le support 
par le biais de réactifs chimiques qui peuvent modifier leur structure, ou de façon non covalente par des 
méthodes conservant leur intégrité [154] (Figure 96). 
 
Figure 96 - Différentes méthodes d'immobilisation des protéines sur substrat solide. 
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Il semble nécessaire de détailler les différents types d’immobilisation qui sont généralement : 
• Immobilisation non-covalente 
L’immobilisation non covalente préserve l'intégrité, la structure et la fonction des protéines et peut 
être réalisée de plusieurs façons: immobilisation par adsorption sur une membrane (nitrocellulose ou 
difluorure de polyvinylidène) ou insérée sans modification chimique dans un hydrogel. Les surfaces natives 
telles que le silicium, le mica ou l’or permettent également des adsorptions non covalentes. Ces méthodes 
présentent l'inconvénient de ne pas orienter les protéines, réduisant leur capacité d’interaction.  
• Immobilisation covalente  
Les protéines peuvent être immobilisées sur un substrat solide par des liaisons covalentes fournissant 
une bonne densité en protéines et des liaisons fortes, par le biais de groupes époxy, amine ou aldéhyde. 
Les expérimentations d’immobilisation covalente seront réalisées sur mica et silicium fonctionnalisés avec 
des silanes (APTMS - (3-aminopropyl)-trimethoxysilane)) et sur or au NHS (N-Hydroxysuccinimide). Cette 
méthode est capable de changer la chimie des protéines, en changeant leur structure native et leur 
fonctionnalité, les rendant partiellement ou totalement inaccessibles aux autres macromolécules. 
• Capture par affinité 
Il existe de nombreux réactifs de capture pour l'immobilisation orientée de protéines sur le substrat 
[155]. Les anticorps monoclonaux dirigés contre la protéine sont utilisés pour la capture sur substrat solide, 
nécessitant l'immobilisation spécifique de l'anticorps sur le support. Les protéines peuvent aussi être 
capturées par des aptamères, qui sont des réactifs de capture très spécifiques [156], capables de 
reconnaitre un grand nombre de cibles (protéines, petites molécules, acides nucléiques) avec une grande 
affinité et une grande spécificité. Les aptamères sont conçus comme des anticorps avec une partie 
invariable. 
Il est possible via la microscopie à force atomique de suivre l’adsorption des complexes biologiques 





2. Microscopie à force atomique et contrôle des puces à 
protéines 
La microscopie à force atomique ne nécessite pas le marquage des protéines. Les données concernent 
l’orientation des protéines immobilisées ou capturées, la stœchiométrie des interactions [157]. Les 
variations de mesures topographiques AFM permettent de détecter les modifications de hauteur se 
produisant au cours de l'interaction entre une protéine et une cible (protéines, lipides, macromolécules,…) 
[158] [159]. 
L’un des avantages majeurs de la microscopie AFM est de pouvoir contrôler chacune des étapes de 
réalisation d’une puce, de la rugosité du substrat natif aux étapes de fonctionnalisation.   
La voie de l’adsorption par immobilisation non-covalente et covalente a été entreprise en microscopie 
AFM et en microscopie HS-AFM. Dans les deux cas, il est important de pouvoir contrôler les interactions 
entre une puce à protéine, quelle que soit sa fabrication, et la cible protéique, et ce tant au niveau de la 
quantité de protéine fixée qu’au niveau de la mesure des forces mises en jeu lors de l’association [160]. 
La possibilité de suivre la dynamique d’adsorption et d’interaction des complexes biologiques offerte 
par le microscope HS-AFM peut permettre d’étudier préalablement les cinétiques d’association pour une 
puce à protéine. 
3. Présentation et préparation des surfaces 
3.1. Mica et mica fonctionnalisé 
Le mica présente une structure cristallographique en feuillets de silicates, reliés par des couches 
d’ions potassium. La séparation lors du clivage est faite au niveau des ions potassium interfoliaires. Ces 
ions se répartissent globalement de manière équitable entre deux faces. Cependant, il existe sur chaque 
face de grands domaines dans lesquels le potassium se trouve soit en excès, soit en défaut. Après clivage, 




Figure 97 - Structure du mica. 
Pour la fonctionnalisation du mica à l’APTMS [161] la présence de groupements hydroxyles est 
nécessaire à la surface du substrat. L’hydroxylation du mica est réalisée avec une solution de NaOH 2M 
pendant 2 heures. Le dépôt de l’APTMS est effectué sous flux continue d’azote pendant 2 heures. La 
dernière étape consiste à éliminer l’APTMS non fixé en mettant le mica dans une étuve à 110°C pendant 
au moins 2 heures. 
 
Figure 98 - Processus de silanisation avec APTMS. 1: Hydrolyse, 2: Condensation, 3 et 4: Création de 
liaison hydrogène. 
L’aminopropyl trimethoxysilane (APTMS, 99%), le N-Hydroxysuccinimide (NHS), le N-(3-
diméthylaminopropyl)-N’-ethylcarbodiimide (EDC) et le toluène anhydre proviennent de chez Sigma-
Aldrich. Les surfaces utilisées telles que le mica et le silicium viennent de chez Agar Scientific. Le Sensor 





Les différentes surfaces on été préparées comme suit : 
Le mica est clivé. Il s’en suit l’étape d’hydroxylation, avec une solution de NaOH à 2M dans de l’alcool 
d’éthyle, pendant 2 heures. Le mica est ensuite rincé avec l’eau déionisée et séché sous un flux d’azote. 
Après le séchage, le mica est placé dans une « Teflon box » avec un flux continu d’azote, 30 µL d’APTMS 
sont ajouté dans l’enceinte. Le dépot d’APTMS a lieu pendant 2 heures. La dernière étape consiste à 
réticuler l’APTMS non fixée en plaçant le mica à l’étuve à 110°C pendant 12 heures (Figure 99). 
 
Figure 99 - Protocole de fonctionnalisation complet et dépôt de la protéine sur mica. 
3.2. Silicium et silicium fonctionnalisé 
Le silicium massif, matériau très utilisé et développé dans le domaine des nanotechnologies, est un 
semi-conducteur. Il est composé en surface d’une fine couche d’oxyde de silicium (fonction Si-O), surface 
très plane, et de silicium massique en profondeur. Le silicium utilisé est orienté selon la face (100) et est 
hydrophobe. Il a été nettoyé avant utilisation avec du trichloroéthylène chaud afin d’éliminer tous 
composés organiques pouvant être présents en surface. 
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Le silicium, a été fonctionnalisé avec des silanes (APTMS). L’activation de la surface est également 
nécessaire et est faite avec une solution Piranha (composé d’acide sulfurique 98% et d’hyroxyperoxyde 
30%) (Figure 1020). Le dépôt d’APTMS est fait de la même manière que pour le mica. 
 
 
Figure 100 - Protocole de fonctionnalisation complet et dépôt de la protéine sur silicium. 
3.3. Or et or fonctionnalisé 
Les surfaces d’or sont, à la base, des technologies des puces SPR et SPRi, et sont largement utilisées 
en analyse biologique. L’or peut être fonctionnalisé par un mélange EDC / NHS ou 




Figure 101 - Réaction EDC / NHS. 
La surface d’or est incubée avec un mélange de EDC à 0,4M et de NHS à 0,1M (préparé 
extemporanément) pendant 10 minutes. La surface est lavée à l’eau puis 1µL de solution contenant la 
sHsp Lo18 est déposée pendant 15 minutes. Ensuite la surface est lavée avec de l’éthanolamine 1M à pH 
8,5 dans le but de désactiver les groupements NHS libres (Figure 102). Finalement, un dernier rinçage à 
l’eau est effectué avant observation sous AFM. 
 
Figure 102 - Protocole de fonctionnalisation complet et dépôt de la protéine sur or. 
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3.4. Bicouche Phospholipidique 
Il existe deux techniques pour fabriquer des bicouches phospholipidiques : la fusion de liposomes sur 
une surface et le dépôt par la technique de Langmuir-Blodgett. Ces techniques ont été développées au 
chapitre précédent. 
Les liposomes sont des vésicules constituées d’une bicouche lipidique séparant deux régions 
aqueuses (Figure 103). 
 
Figure 103 - Structure d'un liposome 
Selon le nombre de couches lipidiques formant la paroi, les liposomes peuvent être de types 
unilamellaire ou multilamellaire. La taille est extrêmement variable, allant de la centaine de µm pour les 
plus grands à environ 25 nm pour les plus petits. Les liposomes sont classés en différentes catégories : 
• Giant Unilamellar Vesicles (GUV) ayant un diamètre supérieur à 5 µm.  
• Large Unilamellar Vesicle (LUV) ayant un diamètre compris entre 1 µm et 50 nm 
• Multilamellar Vesicles (MLV), structures concentriques constituées de plusieurs bicouches 
concentriques avec des tailles supérieures à 100 nm.  
• Small or Sonicated Unilamellar Vesicles (SUV) ayant un diamètre de l'ordre de 25 nm.  
Dès l’introduction en 1960 par Bangham [162], la recherche sur les liposomes a augmenté de façon 
constante, constituant des systèmes modèles naturels. Ils sont ainsi largement utilisés pour des études 
biophysiques des phases lipidiques, structurales et fonctionnelles des membranes. A titre d’exemple, les 
liposomes évoqués dans le chapitre 3 sont fabriqués à partir de membranes extraites de la membrane de 
la bactérie Oenococcus oeni par l’équipe du Professeur Guzzo. Les fractions lipidiques sont extrudées de 
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manière à obtenir des liposomes calibrés de 200 nm de diamètre. Pour faire fusionner les liposomes en 
surface, il a été nécessaire de porter la solution de liposomes déposés à la surface du substrat à 70 °C sous 
atmosphère humide ou de ponter les vésicules avec un cation de manière à les faire éclater et les laisser 
fusionner. Le cation utilisé était le calcium de concentration 20 mM dans le cas des lipides DPPG-DDPE, 
induit par la charge de surface négative du mica et la charge globale négative des lipides DPPG-DPPE. 
Il demeure nécessaire d’estimer la rugosité moyenne des supports utilisés avant de déposer les 
protéines à étudier, de manière à appréhender si l’état de surface peut jouer un rôle dans l’adsorption des 
protéines. La Figure 104 présente les images AFM de chaque surface et le tableau joint la rugosité 
moyenne mesurée pour chaque type de surface. 
 
Matériaux Rugosité moyenne (nm) 
a - Mica 
b - Mica APTMS 
c - Silicium 
d - Silicium APTMS 
e - Au 







Figure 104 - Image AFM des surfaces étudiées et leurs rugosités moyennes. a. Mica, b. Mica APTMS, c. 
Silicium, d. Silicium APTMS, e. Au et f. Au EDC / NHS. Balayage de 1 µm. 
Les entités biologiques étant de faible taille, la rugosité doit être la plus faible possible de manière à 
obtenir une analyse correcte et pouvoir distinguer les entités en surface. 
Pour les bicouches phospholipidiques, ce n’est pas la rugosité qui importe mais le taux de 




Figure 105 - Image AFM d'une bicouche phospholipidique DPPG - DPPE, balayage de 10 µm. 
Les zones claires de l’image 74 représentent la bicouche phospholipique et en sombre le support de 
dépôt en mica. Le taux de recouvrement moyen des bicouches étudiées est supérieur à 70%. 
 Le but est d’étudier l’adsorption de la protéine sHsp Lo18 sur différents supports et déterminer 
l’influence du pH, de la surface et de la fonctionnalisation. 
4. Impact sur l’adsorption, la conformation et la dynamique de la 
protéine sHsp Lo18 
Cette partie relate l’impact de diverses surfaces sur l’adsorption et la conformation de la protéine 
sHsp Lo18. Elle a été déposée sur des supports solides et biologiques de différentes natures dont la charge 
de surface varie suivant le type de fonctionnalisation. Le comportement des protéines s’adsorbant et leur 
auto-assemblage sur les surfaces sont induits par la nature des forces de contact avec les supports en 
fonction du pH de la solution et des propriétés de surfaces.  
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4.1. Influence de la surface sur l’adsorption de la protéine 
4.1.1. Surface non fonctionnalisée 
Le premier point de cette étude est d’évaluer l’impact des surfaces natives non fonctionnalisées sur 
l’adsorption et la conformation de la protéine sHsp Lo18. La Figure 106 présente uniquement les images 
AFM pour les trois surfaces à pH 5 et 6 (les images AFM à pH 7 ne sont pas présentées dans ce manuscrit). 
La concentration de la solution de sHsp Lo18 utilisée pour toutes les expériences est la même pour 
toutes les surfaces et est de 0,03 g.L-1. 
 
Figure 106 - Adsorption de la protéine sHsp Lo18 sur mica a: pH 5, b: pH 6, sur silicium c: pH 5, d: pH 6 et 
or e: pH 5, f: pH 6. Balayage de 1 µm. 
A partir de toutes les images topographiques AFM, réalisées sur une dizaine d’échantillons différents, 
des statistiques des taux de recouvrement ont été effectuées en vue de comprendre l’adsorption de la 
protéine sHsp Lo18 selon la nature des surfaces. 
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Surface pH Taux de recouvrement (%) Charge 
Mica 
5 68,62 - 
6 24,12 - 
7 9,75 - 
Silicium 
5 79,5 + 
6 82,09 + 
7 38,32 + 
Au 
5 75,01 - 
6 66,26 - 
7 42 - 
Tableau 9 - Taux de recouvrement de la protéine sHsp Lo18 suivant le type de surface et le pH. 
Le comportement de la protéine sHsp Lo18 est relativement semblable pour les surfaces possédant 
une charge globalement négative (mica et or) avec un taux de recouvrement maximum pour pH 5 dans les 
deux cas. Par ailleurs, la tendance est relativement similaire entre les deux surfaces pour l’adsorption aux 
pH 6 et 7 (à savoir pH 6 > pH 7) même si cette adsorption a presque triplé pour l’or par rapport au mica. 
L’or présente donc globalement une plus grande affinité avec la protéine sHsp Lo18 que le mica, bien que 
leur charge de surface soit identique. Concernant l’adsorption sur silicium, de charge globale positive, la 
tendance montre que le maximum du taux de recouvrement est déplacé de pH 5 à pH 6, avec néanmoins 
pour pH 5 un taux équivalent aux deux autres surfaces et pour pH 7 un minimum, comme pour les deux 
autres surfaces. Quelle que soit la charge de surface à pH 5, le taux de recouvrement est donc quasi 
identique pour les trois surfaces, ceci étant certainement lié au fait que le point isoélectrique de la 
protéine est à pH 5,1. Bien que la protéine sHsp Lo18 possède une charge négative pour pH 6 et 7 et que 
les surfaces aient aussi une charge définie négative ou positive, les résultats ne montrent pas une logique 
de l’influence de la charge sur l’adsorption de la protéine : par exemple, le taux de recouvrement entre 
l’or et le silicium est quasiment identique et est en moyenne pour ces deux pH d’environ 81% pour le 
silicium et 71% pour l’or. Par contre, pour le mica, cette moyenne tombe à environ 41%. 
L’adsorption sur mica a permis d’observer en AFM “classique“ une structuration oligomérique en 
anneau aux pH 6 et 7 conformément aux données obtenues au chapitre 2. Dans les deux cas, la protéine 
sHsp Lo18 présente des 16–mères : un anneau de 8 dimères pour pH 6 et un anneau de 6 dimères plus 2 




Figure 107 - Images AFM de sHsp 18 à pH 6 en haut et pH 7 en bas. Balayage de 1 μm x 1 µm et 400 nm x 
400 nm. 
Cette structuration oligomérique n’a cependant jamais été observée sur silicium et sur or, confirmant 
que ce n’est pas un effet de charge surfacique. Cet effet provient plus probablement de l’encombrement 
surfacique élevé (taux de recouvrement élevé pour le silicium et l’or) qui défavorise les agencements 
oligomériques. En effet, comme l’ont montré les expérimentations en dynamique d’association et de 
dissociation en particulier à pH 5 (chapitre 2), les dimères isolés possèdent de fortes mobilités (chapitre 2) 
et ont besoin d’espace pour se réarranger en multimères. Avec la concentration de 0,03 g.L-1 utilisée pour 
cette étude, à pH 5 sur mica, le fort taux de recouvrement surfacique de la protéine empêche la 
structuration oligomérique normalement constatée pour ce pH et cette surface. Les expériences des effets 
de surfaces ayant été menées avant les expériences en dynamique et compte tenu des résultats, afin 
d’éviter les trop forts encombrements, la dilution de la solution protéiques est passée à 0,003 g.L-1 pour 
les études du chapitre 2. 
 169 
 
Un parallèle concernant la diminution de la mobilité des complexes biologiques en fonction du taux 
de recouvrement peut être fait avec les expériences faites au laboratoire sur le virus du tabac (TMV virus 
cf. chapitre 1). Il avait été constaté alors que les déplacements du virus étaient fortement diminués en cas 
de fort encombrement à concentration élevée.  
4.1.2. Influence de la fonctionnalisation 
La fonctionnalisation de surface, très utilisée en analyse biologique, nécessite néanmoins d’évaluer 
son influence sur le comportement d’une protéine en interaction avec une telle surface. Pour cela, une 
étude a été menée sur les trois surfaces précédentes, traitées suivant les protocoles décrits au §xx, à 
l’APTMS pour le mica et le silicium et au NHS pour l’or. La Figure 108 présente uniquement les images 
obtenues en AFM pour ces trois surfaces aux pH 5 et 6. 
 
Figure 108 - Adsorption de la protéine sHsp Lo18 sur mica APTMS a: pH 5, b: pH 6, sur silicium APTMS c: 
pH 5, d: pH 6 et or NHS e: pH 5, f: pH 6. Balayage de 1 µm x 1µm. 
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Le constat de l’influence de la fonctionnalisation est observable directement sur les images AFM avec 
un taux de recouvrement en augmentation notable. Par ailleurs, la fonctionnalisation change la charge 
surfacique du mica et de l’or qui devient positive, celle du silicium fonctionnalisé reste quant à elle 
positive. Le mode d’adsorption de la protéine sHsp Lo18 est modifié et met en jeu des interactions de type 
covalent qui sera vu par la suite. Comme dans le cas des surfaces non fonctionnalisées, les images AFM 
permettent d’effectuer des statistiques du taux de recouvrement de l’adsorption de la protéine sHsp Lo18 
pour les différentes surfaces fonctionnalisées. 
Surface pH Taux de recouvrement (%) Charge Différence 
Mica APTMS 
5 83,46 + 14,84 
6 97,63 + 73,51 
7 64,67 + 54,92 
Silicium APTMS 
5 88,1 + 8,6 
6 70,87 + -11,22 
7 50 + 11,68 
Au EDC / NHS 
5 53,57 + -21,44 
6 71,39 + 5,13 
7 37,8 + -4,2 
Tableau 10 - Taux de recouvrement de la protéine sHsp Lo18 suivant le type de surface et le pH. 
Cette analyse met également en évidence la différence du taux de recouvrement entre avant et après 
fonctionnalisation des surfaces. 
Le premier fait marquant est, que quelle que soit la surface native, la fonctionnalisation entraine une 
homogénéisation du taux de recouvrement dans les trois cas de figures. Ainsi est favorisée l’adsorption de 
la protéine sHsp Lo18, de façon conséquente, pour le mica fonctionnalisé et en particulier à pH 6 et pH 7, 
avec des augmentations respectives de 74 % et 55 %. Cette augmentation, à contrario, n’est pas 
significative pour le silicium et l’or fonctionnalisés : l’or perd jusqu’à 21 % d’adsorption à pH 5. Dans ces 
deux derniers cas comme pour le mica, les résultats montrent que c’est la fonctionnalisation qui engendre 
le comportement de la protéine en interaction avec la surface, donnant de part ce fait une 
homogénéisation des taux de recouvrement.  
Pour plus de clarté, l’ensemble des données d’adsorption de la protéine sHsp Lo18 est regroupé dans 




Figure 109: Comparaison des taux de recouvrement pour différentes surfaces à différents pH. 
Il demeure au vu des statistiques que quelques différences existent également entre les surfaces 
fonctionnalisées, et en particulier en fonction de la nature de la fonctionnalisation. Dans le cas de l’or, 
l’immobilisation de la protéine sur la surface diffère de celle observée sur mica et silicium puisque ici est 
utilisé le mélange EDC / NHS. La fixation passe par la substitution nucléophile qui, au final, va fixer la 
protéine de façon covalente à la surface. Malgré que les voies de fonctionnalisation soient différentes 
(APTMS et NHS / EDC), l’adsorption met en jeu dans les deux cas des liaisons covalentes. 
Toutes les images AFM ont été analysées de manière à voir si les structures en anneaux étaient ou 
non visibles malgré la fonctionnalisation. Seule la fonctionnalisation sur silicium a permis d’observer ces 
structures mais uniquement à pH 5 comme le montre la Figure 108.C. La Figure 110 est un autre exemple 
de l’adsorption de la protéine sur le silicium fonctionnalisé à l’APTMS, le taux de recouvrement est très 
élevé cependant la sHsp Lo18 a réussi à conserver sa conformation sous forme d’anneaux avant la mise en 




Figure 110: Adsorption de la protéine sHsp Lo18 sur une surface de silicium fonctionnalisée à l'APTMS. 
Balayage de 1 µm à gauche et 400 nm à droite 
Afin de voir la nature covalente de ces interactions protéine et surface fonctionnalisée, il est 
nécessaire de faire l’étude de la dynamique de la protéine à la surface de ces échantillons. 
4.2. Impact de la fonctionnalisation sur la dynamique de la sHsp 
Lo18 
La partie précédente a mis en évidence l’impact de différentes surfaces natives ou fonctionnalisées 
sur l’adsorption de la protéine sHsp Lo18. 
Il est possible d’étudier les mêmes surfaces avec le microscope HS-AFM et donc d’appréhender la 
modification de la dynamique de la protéine, l’objectif étant d’évaluer si une protéine fixée sur une 
surface fonctionnalisée conserve sa dynamique. En effet, cette dynamique est associée à la fonction 
protéique. 
4.2.1. Mobilité des dimères 
Pour rappel, les résultats en HS-AFM ont montré que les structures en anneaux sont présentes pour 
les trois pH d’étude et que les dimères contenus dans ces structures possèdent des mobilités de 80 nm.s -1 
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pour pH 7 et 6 et de 63 nm.s -1 pour pH 5. Dans le cas des surfaces de mica et silicium fonctionnalisées 
APTMS, de notables changements sont observé en HS-AFM sur la mobilité des entités biologiques. 
 
Figure 111 - Impact de l'adsorption de la protéine sHsp Lo18 sur mica fonctionnalisé à l'APTMS à pH 7. 
Balayage de 800 nm x 800 nm, 4 images / s. 
Il est possible de retrouver des structures en anneau et, dans ce cas, les dimères, inclus dans ces 
structures n’ont plus aucune mobilité à cause de la mise en place de liaisons covalentes entre la protéine 
et le traitement à l’APTMS pour les trois conditions de pH 7, 6 et 5. La répartition de la conformation pour 
pH 7 présente sur la Figure 111, un anneau de 6 dimères, n’est pas conforme aux conformations exposées 
au chapitre 2. En effet, l’association en surface des multimères n’est plus possible une fois la sHsp Lo18 
adsorbée. Il semble évident que la présence de multimères en surface est due à un assemblage postérieur 
à l’adsorption.  
4.2.2. Effet de la fonctionnalisation lors d’un changement de pH 
Une question se pose alors, malgré le fait que la fonctionnalisation empêche les dimères de se 
mouvoir et de s’associer en surface, le changement de pH durant l’expérience peut-il influencer les 
liaisons covalentes entre la sHsp Lo18 et une surface fonctionnalisée ? 
 
Figure 112 - Impact du changement de pH sur l'adsorption de la protéine sHsp Lo18 sur mica 
fonctionnalisé à l'APTMS de pH 5 à 9. Balayage de 300 nm x 300 nm, 4 images/s. 
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La Figure 112 présente un multimère de sHsp Lo18 adsorbé sur du mica fonctionnalisé à l’APTMS 
observé au HS – AFM. Durant l’expérience, la zone de balayage est focalisée sur un multimère de 16 sous- 
unités. A l’aide du pousse-seringue, le milieu dans lequel s’effectue l’expérience va être modifié et passer 
de pH 5 à pH 9 de manière à dissocier le 16- mères et obtenir des dimères isolés (cf. chapitre 2). Le 16-
mère adsorbé ne s’est pas du tout dissocié et, qui plus est, les dimères ne présentent aucune mobilité, 
même après 8 minutes.  
Cette nouvelle observation montre que les liaisons covalentes mises en place entre la 
fonctionnalisation à l’APTMS et la sHsp Lo18 ne sont pas rompues par une modification du pH, empêchant 
toute mobilité et dénaturant donc sa fonction. 
4.2.3. Rôle du calcium sur l’activité lipochaperonne de la protéine sHsp Lo18 
La fabrication des membranes supportées peut se faire de deux façons, soit par Langmuir - Blodgett 
soit par fusion de liposomes, ces deux méthodes étant exposées chapitre 3. Une phase de calibration du 
dépôt en Langmuir – Blodgett fût nécessaire, c’est ainsi que la fabrication de bicouches phospholipidiques 
par fusion de liposomes fût entreprise. Les liposomes fournis par l’équipe du Professeur Guzzo ont été 
extrudés puis déposés sur du mica fraichement clivé et imagés au HS – AFM, cependant ces derniers ne 
fusionnent pas spontanément (Figure 113). 
 
Figure 113 - Observation de liposomes non fusionnés au HS - AFM. Balayage de 500 nm x 500 nm. 
Afin de faire fusionner ces derniers, il faut ponter les liposomes sur le mica via un cation, le calcium. Il 
est nécessaire de préciser que la fusion n’est pas spontanée puisque les liposomes formés d’un ensemble 
DPPG – DPPE possèdent une charge globalement négative et le mica est, également, quant à lui chargé 
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négativement [163]. 1 µl de solution à pH 7 contenant 20 nM de Ca2+ est déposé sur le mica au préalable à 
la solution contenant les liposomes. Il est nécessaire de patienter environ 30 minutes afin d’obtenir une 
bicouche homogène et correctement fusionnée [164]. Si le temps n’est pas suffisant, la bicouche ne sera 
pas continue. 
La fusion de liposomes via un agent pontant tel que le calcium s’avère simple à mettre en place et 
fonctionne particulièrement bien. 
Pour mesurer l’impact de la présence des ions calcium, de nouvelles expériences HS_AFM ont été 
réalisées sur l’interaction de la protéine sHsp Lo18 avec la bicouche. Tout d’abord, une première série de 
mesures a été réalisée en présence de la bicouche et de la protéine sHsp Lo18 uniquement avec l’ajout de 
calcium à concentration 20 mM. Le résultat montre très clairement qu’en présence de calcium, la protéine 
sHsp Lo18 vient se fixer préférentiellement sur le mica, là où les cations sont accessibles (Figure 114). 
 
Figure 114 - Fixation des sHsp Lo18 sur mica traité au calcium. Balayage de 500 nm x 500 nm. 
Le caractère divalent des ions peut impliquer des forces de corrélation ionique dont le domaine 
d’interaction est supérieur à 3 nm. L’affinité de la protéine sHsp Lo18, chargée négativement, est donc 
plus forte avec les ions calcium (présents sur le mica et dans la solution) qu’avec la membrane. Il s’agit 
d’affinités de type liaisons covalentes mises en place au niveau du mica. Ces liaisons sont suffisamment 
fortes pour entraver toute mobilité de la protéine sHsp Lo18 et donc altérer son activité de lipochaperon. 
La bicouche phospholipidique chargée négativement s’est déposée sur les zones chargées positivement de 
la surface du mica. Les ions calcium ajoutés après dépôt de la bicouche vont se fixer dans les zones 
chargées négativement en surface du mica. Il semble donc logique, comme le montre l’image précédente, 




L'adsorption des protéines sur une surface solide est régie par différentes forces comme les 
interactions hydrophobes et électrostatiques [165]. Ces interactions ne sont pas négligeables et peuvent 
induire des changements conformationnels [166]. De plus, la mobilité des protéines dépend du type de 
substrat mais également des facteurs environnementaux tels que le pH, la température ou encore la force 
ionique. La sHsp Lo18 présente une charge globale négative, ceci a permis de mettre en évidence l’impact 
de la charge sur l’adsorption sur surface native par comparaison des taux de recouvrement entre le mica 
et le silicium.  
En ce qui concerne l’adsorption de protéines sur surfaces natives modifiées via fonctionnalisation 
(mica et silicium via APMTS et or via NHS), les interactions mises en place sont désormais des liaisons de 
type covalentes quelle que soit la surface native fonctionnalisée (mica, silicium ou or). L’effet est sans 
appel et les complexes biologiques ne présentent plus aucune mobilité, et ce même par modification du 
pH. La littérature expose bien ce problème avec la fonctionnalisation 2D (SAMs) [167]. 
L’ajout d’ions dit pontants montre un grand intérêt sur la fusion des liposomes [168], le pontage est 
assuré une nouvelle fois par l’intervention des charges superficielles. L’impact de l’ajout d’ions pontants a 
été mis en évidence sur l’activité lipochaperonne au chapitre précédent. 
L’utilisation de la microscopie à force atomique à haute vitesse a permis de mettre en évidence 
l’interaction entre protéines. Dans le chapitre 3, l’activité chaperonne de la protéine sHsp Lo18 a montré 
son interaction avec la BSA comme protéine cible suite à un stress chimique à l’alcool benzylique. Les 
travaux de Paynter et Russell exposent un inconvénient majeur [169] : en effet les changements du signal 
SPR enregistré lorsque la protéine immobilisée est soumise à différent pH serait plutôt due à l’effet des 
interactions électrostatiques. Malgré cela, l’impact du changement de pH durant l’association de la 
















Conclusion et perspectives 
Ce manuscrit relate le travail de thèse réalisé de 2009 à 2012 au sein de l’équipe Optique 
Submicronique et NanoCapteurs (OSNC) de l’Institut Carnot de Bourgogne, sous la direction du Pr. Eric 
Lesniewska et du Dr. Eric Bourillot. Les objectifs principaux de ce projet de thèse consistaient à 
appréhender différents processus biologiques avec un nouveau prototype de microscope à force 
atomique. Dans un premier temps, un microscope à force atomique classique a permis d’accéder aux 
données nanomécaniques des complexes biologiques. Dans un second temps, le microscope à force 
atomique à haute vitesse a été utilisé pour lever l’incertitude sur l’étude temporelle des mécanismes 
biologiques et ainsi accéder aux dynamiques de changements conformationnels et d’interactions. 
Cette étude se place à l’interface de la biologie, de la physique et de la chimie. La biologie est à 
l’origine des échantillons et des études biochimiques préliminaires. La physique est au centre du 
développement instrumental et de caractérisation. La chimie apporte la possibilité de fonctionnaliser les 
surfaces natives et jouer sur les interactions des entités biologiques en surface. 
Le potentiel de la microscopie à force atomique dans le domaine des nanobiotechnologies n’est plus à 
prouver. Cependant, les demandes dans les domaines de la protéomique nécessitent des investigations de 
plus en plus poussées. Pour la première fois, une cartographie point par point de l’elasticité et de 
l’adhérence a été réalisée via le système commercial. Quantifier l’élasticité de complexes biologiques 
permet de renvoyer aux agencements internes de structures protéiques multimériques. Au sein du 
consortium associant l’Institut Curie de Paris (Dr. S. Scheuring), le Centre de Biochimie Structural de 
l’Université de Montpellier (Dr. P.EMilhiet), l’Université de Linz (Pr. P. Hinterdorfer), l’Université du 
Nebraska (Pr. Y. Lyubchenko), la société Bruker, l’Université de Kanazawa (Pr. T. Ando) et l’Institut Carnot 
de Bourgogne (Pr E. Lesniewska), l’évolution d’un prototype de microscope à force atomique haute-
vitesse a été poursuivie. 
Les techniques de nanofabrication mises à disposition par la plateforme technologique ARCEN 
(Applications, Recherches et Caractérisation à l’Echelle Nanométrique) offrent la possibilité de fabriquer 
des échantillons divers permettant l’étude d’entités biologiques sur surface native ou nanostructurée. 
L’observation de complexes biologiques fragiles a montré l’intérêt d’utiliser des microleviers munis de 
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surpointes en carbone allant de plus de 2 µm de longueur avec un rayon de courbure inférieur à 10 nm. Le 
protocole de fabrication a été développé au laboratoire sur un microscope électronique (SEM JEOL 6500). 
Le développement permanent du prototype permet d’offrir de nouveaux scanners piézoélectriques 
avec des débattements micrométriques allant jusqu’à 4 x 7 µm, des nouvelles électroniques 
d’asservissement, une nouvelle cellule liquide. L’intégration d’un module fluidique a été validée, 
permettant des transferts de milieu au nanolitre près. Il est désormais possible de modifier le pH mais 
également la composition chimique du milieu liquide en temps réel. 
Les études réalisées avec ces deux microscopes ont apporté de nouvelles compréhensions à la 
conformation et à la dynamique d’une petite protéine de choc thermique. Cette étude a été rendue 
possible par une collaboration avec le Pr. Jean Guzzo de l’Institut Universitaire de la Vigne et du Vin 
(IUVV). La protéine sHsp Lo18 est exprimée par la bactérie lactique Oenococcus oeni, responsable de la 
fermentation malolactique du vin en cas de stress environnemental. Cette protéine est la candidate 
parfaite pour montrer la puissance d’investigation des deux microscopes. Les résultats rapportés dans ce 
manuscrit sont extraits des images AFM (données topographiques et élastiques) et des vidéos HS-AFM 
(mesures topographiques et dynamiques). Toutes ces données ont permis de confirmer les 
expérimentations biochimiques concernant les degrés d’oligomérisation de la protéine sHsp Lo18 et de 
valider les changements conformationnels de la protéine en fonction des variations de pH. L’aspect le plus 
intéressant apporté par les analyses dynamiques concerne l’interaction entre les complexes biologiques. 
En effet, la protéine sHsp Lo18 est capable d’activités chaperonne et lipochaperonne. Le mode 
d’interaction entre les protéines sHsp Lo18 et BSA, utilisée comme protéine cible face à un stress 
chimique, a été mise en évidence. L’activité lipochaperonne a été mise en évidence sur des bicouches 
phospholipidiques synthétiques de même composition lipidique que la membrane de la bactérie 
Oenococcus oeni. L’ajout d’alcool benzylique comme agent stressant a déstabilisé fortement la 
membrane. L’ajout de la protéine sHsp Lo18 permet de protéger cette membrane artificielle. Il a 
également été montré que l’association de la protéine à la membrane ne s’effectue que sous l’effet d’un 
stress. 
La dernière étape de ce travail a été de comprendre l’adsorption et la dynamique des complexes 
biologiques sur des surfaces natives (mica, silicium, or) et des surfaces fonctionnalisées (par des silanes ou 
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amides). Appréhender ces phénomènes peut aider à l’innovation dans le domaine des nanobiocapteurs, 
des puces à protéines ou encore des surfaces biomimétiques. 
La continuité de ces travaux sera réalisée dès début 2013, lors d’un stage postdoctoral au laboratoire 
de Biophysique du Pr. Toshio Ando, à l’Université de Kanazawa au Japon. Il s’agira de développer l’aspect 
électrochimique du microscope à force atomique à haute vitesse. L’aspect électrochimique sera étudié sur 
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